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Capítulo 1  




Como consequência da produção significativa de suco, as cascas, como um 
dos principais resíduos, tem se tornado um problema ambiental e para isso tem sido 
necessário determinar formas viáveis para transformá-las em produtos úteis ou de 
dispor adequadamente delas buscando um impacto ambiental positivo e um 
interesse econômico. O trabalho objetivou produzir, purificar parcialmente e 
caracterizar pectinases secretadas pelo fungo Aspergillus oryzae quando crescido 
em casca de maracujá-amarelo como única fonte de carbono por 10 dias a 28°C em 
agitação constante (120 rpm). Após ultrafiltração com membrana de 10 kDa, o 
concentrado foi avaliado na sua capacidade de reduzir a viscosidade do suco de 
goiaba e no processo de biopurga têxtil, obtendo resultados satisfatórios. Posteriores 
etapas cromatográficas, filtração em gel (Sephacryl S-200) e troca iônica (HiTrap Q 
FF.), purificaram parcialmente uma pectinase, PEC-P1, a qual foi caracterizada 
quanto ao melhor pH e temperatura, efeito de íons e compostos fenólicos, 
especificidade pelo substrato, termoestabilidade e análises de gel de eletroforese 
SDS-PAGE e zimograma. Além disso, a enzima foi testada quanto a sua capacidade 
de reduzir a viscosidade do suco, obtendo resultados insatisfatórios. A PEC-P1 
apresentou maior atividade no pH 4,5 e nas temperaturas de 55°C, 70°C e 75ºC. Os 
íons Ag+, Cu2+, Fe2+, Fe3+, Co2+, Ca2+ e Hg2+ e o EDTA tiveram efeito negativo, em 
diferentes porcentagens, e o íon Cu2 ativou a atividade enzimática. A PEC-P1 foi 
ativada pelo ácido ferúlico, cinâmico e 4-hidroxibenzoico e inibida por ácido tânico e 
a vanilina. No gel sob condições desnaturantes do extrato bruto, do concentrado e 
da PEC-P1 foram detectadas duas bandas de proteína de aproximadamente 43 e 45 
kDa, coincidente com a coloração para atividade de pectinase. A meia vida a 50°C 






Este trabalho se apresenta como o primeiro registro da produção de 
pectinases pelo fungo A. oryzae crescido em casca de maracujá-amarelo como fonte 
de carbono em meio liquido. 
 
Palavras-chaves: Pectinase, Aspergillus oryzae, purificação parcial, casca de 







As a result of significant production of juice, peels, as a major waste has 
become an environmental problem and it has been necessary to determine feasible 
ways to turn them into useful products or dispose of them properly seeking a positive 
environmental impact and an economic interest. The study aimed to produce, purify 
and partially characterize pectinases secreted by the fungus Aspergillus oryzae when 
grown in yellow passion fruit peel as the sole carbon source for 10 days at 28°C 
under constant agitation (120 rpm). After 10 kDa ultrafiltration membrane, the 
concentrate was evaluated on its ability to reduce the viscosity of guava juice and 
biopurga textile process, obtaining satisfactory results. Subsequent chromatographic 
steps, gel filtration (Sephacryl S-200) and ion exchange (HiTrap Q FF.) Partially 
purified a pectinase, PEC-P1, which was characterized as the best pH and 
temperature, effect of ions and phenolic compounds, substrate specificity, 
thermostability and analysis of SDS-PAGE gel and zymogram. Furthermore, the 
enzyme was tested for its ability to reduce the viscosity of the juice obtained 
unsatisfactory results. The PEC-P1 showed greater activity in the pH 4.5 and at 
temperatures of 55°C, 70°C and 75°C. The Ag+, Cu2+, Fe2+, Fe3+, Co2+, Ca2+ and 
Hg2+ ions and EDTA had a negative effect, in different percentages, and Cu2+ ion 
activated enzyme activity. The PEC-P1 was activated by ferulic acid, cinnamic acid 
and 4-hydroxybenzoic acid and inhibited by tannic acid and vanillin. The gel under 
denaturing conditions of the crude extract, concentrate and PEC-P1 two protein 
bands of approximately 43 and 45 kDa, coincident with staining for pectinase activity 
were detected. The half-life at 50°C was 1440 minutes. 
 
This work presents itself as the first record of pectinase production by the 
fungus A. oryzae grown in yellow passion fruit peel as the carbon source in liquid 
medium. 
 
Keywords: Pectinase, Aspergillus oryzae, partial purification, the yellow passion fruit 








As pectinases são um grupo heterogêneo de enzimas, de alta massa 
molecular, que degradam as substâncias pécticas que, por sua vez, são 
polissacarídeos estruturais da lamela media e da parede celular primaria das plantas 
superiores (JAYANI et al., 2005). As substâncias pécticas são caracterizadas pelo 
alto conteúdo de resíduos de acido galacturônico unido por ligações α-1,4 
parcialmente esterificados por grupos metil éster (KASHYAP et al., 2001).  
 
As pectinases são classificadas de acordo com a preferencia pelo substrato, 
mecanismo de reação e padrão de ação sobre a cadeia do polímero de 
galacturonato (COLLMER et al., 1988; SOARES et al., 2001). Elas apresentam 
diferentes preferências pelas formas metiladas ou não metiladas da pectina ou pela 
clivagem das ligações glicosídicas internas ou terminais da cadeia da molécula 
(REID; RICARD, 2000). Estas são amplamente utilizadas na indústria de 
processamento de frutas e vegetais, porque reduzem a viscosidade de sucos e 
facilitam os processos de extração, maceração, liquefação e de clarificação (NAIDU; 
PANDA, 1998). 
 
As leveduras e os fungos filamentosos são os micro-organismos mais 
importantes para a produção de enzimas de interesse biotecnológico e industrial 
devido à grande variedade de atividades catalíticas, à possibilidade da produção das 
enzimas por processos fermentativos em grande escala e à simplicidade dos 
requerimentos nutricionais (BON et al., 2008).  
 
As fibras de algodão contêm aproximadamente 10% de impurezas não-
celulósicas, cujo conteúdo depende da variedade e do ambiente de crescimento. A 
pectina é uma das principais impurezas não celulósicas das fibras de algodão e está 
localizada principalmente na cutícula da parede primária. A natureza hidrofóbica de 
ceras e pectinas é responsável pelo comportamento hidrofóbico do algodão natural 
que impede um tingimento uniforme e um acabamento eficiente, etapas comumente 






A aplicação da biotecnologia também está crescendo na indústria têxtil. O uso 
de enzimas em substituição aos produtos químicos, normalmente utilizados em 
alguns processos têxteis, reduz consideravelmente o impacto ambiental assim como 
os danos às fibras. Fato este pelo qual nos últimos anos, com a crescente 
conscientização e preocupação com o meio ambiente, muitas pesquisas têm sido 
desenvolvidas com o objetivo de aplicar enzimas nas diferentes etapas do 
beneficiamento têxtil. O uso de enzimas na etapa da purga (biopurga) visa obter 
tecidos de fibras naturais com boas propriedades físico - químicas, mecânicas e alta 
hidrofilicidade. Em relação ao processo alcalino, a biopurga é realizada sob 
condições mais brandas, com menor consumo de energia e de produtos auxiliares 
têxteis, redução da carga poluente e do volume de efluentes. 
 
Estudos sobre estratégias de purificação que utilizam processos únicos, 
simples e de baixo custo os quais possam produzir altos fatores de purificação e de 
recuperação de enzimas, são de grande interesse para a indústria biotecnológica. 
Os processos de extração líquido-líquido são amplamente utilizados na indústria 
química devido à sua simplicidade, baixo custo, e facilidade de ampliação de escala. 
Particularmente, o sistema micelar de duas fases aquosas (SMDFA) baseia-se no 
fato de que certas soluções micelares, sob determinadas condições, são capazes de 
se separar espontaneamente em duas fases aquosas, ainda que imiscíveis, entre as 
quais proteínas e outras biomoléculas podem se distribuir desigualmente (LIU et al., 
1998). 
 
1.1. Substâncias pécticas 
 
Os polissacarídeos da parede celular das plantas são os compostos 
orgânicos mais abundantes da natureza. Estes compostos consistem 
principalmente, de polissacarídeos tais como celulose, hemicelulose e pectina, 
formando a estrutura holocelulósica, e de complexos fenólicos como a lignina 
(Figura 1). Juntos, os polissacarídeos e a lignina fornecem alta complexidade e 
rigidez à parede celular das plantas (SOUZA, 2013). Os fatores que envolvem a 
deposição da pectina durante a formação da parede celular ainda não estão 






Figura 1. Composição química da parede celular e as enzimas envolvidas na sua degradação.  
 
 
Quimicamente, as pectinas são um complexo coloidal de polissacarídeos 
ácidos, composto de resíduos de α-D-ácido galacturônico (GalA) unidos por ligações 
α-1,4 (UENOJO et al., 2007) (Figura 2) e grau variável de grupos carboxilas metil 
esterificadas (ALAÑA et al., 1992) que se encontram principalmente na lamela média 
e na parede celular primária de plantas superiores sob a forma de pectato de cálcio 
e de magnésio (SIEIRO et al., 2012). Ao contrário das proteínas, lipídeos e ácidos 
nucleicos, as substâncias pécticas não têm um peso molecular definido. As massas 
moleculares relativas de substâncias pécticas podem variar desde 25 até 360 kDa 
(JAYANI et al., 2005). As cadeias laterais da molécula de pectina podem estar 
formadas por L-ramnose, arabinose, galactose e xilose (KASHYAP et al., 2001). Em 
geral, a L-ramnose faz parte da cadeia principal, enquanto que a arabinose e 










Figura 2. Estrutura primária de uma molécula de pectina (ALAÑA et al., 1992) 
 
 
Com base no tipo de modificações da cadeia principal, as substâncias 
pécticas são classificadas em galacturonanas, protopectina, ácido péctico, ácido 
pectínico e pectina (KASHYAP et al., 2001).  
 
As galacturonanas são polissacarídeos que consistem fundamentalmente de 
α-1,4 ácido galacturônico com um grau variável de esterificação (HEREDIA et al., 
1995). 
 
A protopectina é uma substância insolúvel em água, presente na parede 
celular dos vegetais, formada a partir da associação das cadeias laterais da 
molécula de pectina com proteínas, hemicelulose e celulose. Quando submetida à 
hidrólise pelas protopectinases, a protopectina é convertida em ácido pectínico ou 
pectina (YOSHITAKE et al., 1994).  
 
Os ácidos pécticos são galacturonanas contendo pequena quantidade de 
grupos metoxila. Os sais de ácidos pécticos são chamados de pectatos. 
(MCFEETERS; ARMSTRONG, 1984). 
 
Os ácidos pectínicos são galacturonanas com vários grupos metoxilas que 
possuem a propriedade de formar gel com açúcares e ácidos ou com outros 
compostos tais como sais de cálcio (UENOJO et al., 2007). Os sais de ácidos 
pectínicos são chamados de pectinatos (REDDY; SREERAMULU, 2012). 
 
A pectina é um nome genérico para a mistura de diversas composições 





esterificação por grupos metil. A pectina em sua forma nativa é localizada na parede 
celular e pode estar associada com outros polissacarídeos e proteínas estruturais 
para formar protopectina insolúvel (REXOVÁ-BENKOVÁ; MARKOVIĈ, 1976). 
 
A pectina pode ser dividida em duas regiões: regiões não ramificadas 
(Smooth regions) e em regiões ramificadas (Hairy regions) (Figura 3), sendo 
composta por três polissacarídeos estruturalmente bem caracterizados: 





Figura 3. Estrutura básica da pectina. Adaptada de Scheller et al. (2006).  
 
 
A homogalacturonana (HG) representa a cadeia principal da molécula de 
pectina (Figura 3). É o polissacarídeo péctico mais abundante na parede celular, 
correspondendo a cerca de 60-65% do total da pectina. Apresenta unidades de 
ácido α-D-galactopiranosilurônico em ligações α-1→4 num padrão linear. Os grupos 
carboxilas estão parcialmente metil-esterificados. A homogalacturonana está 
envolvida no controle da porosidade da parede celular, na integridade, na rigidez 
relativa, nas propriedades mecânicas, na adesão intercelular e no controle do 






A ramnogalacturonana I (RGI) consiste em uma cadeia que alterna resíduos 
de ácido galacturônico com resíduos de ramnose [1→4-α-D-GalA-(1→2)-α-L- 
Ramnose(1→4)] (Figura 3), nos quais podem ser encontradas ligadas 
covalentemente, cadeias laterais de resíduos de açúcares neutros como galactose e 
arabinose por ligações glicosídicas α-(1→5) (SILVA et al., 2013). A composição de 
açúcares de RG-I pode ser altamente heterogênea e o comprimento das cadeias 
pode variar consideravelmente. Nas RG-I os resíduos de ácido galacturônico são 
frequentemente acetilados nas posições C2 e C3 (YADAV et al., 2009). A RG-I 
representa 20-35% da pectina (SILVA et al., 2013).  
 
A ramnogalacturonana II (RGII) é o segmento estruturalmente mais complexo 
e compõe 10% da pectina (Figura 3). Essa estrutura, altamente conservada na maior 
parte das espécies vegetais, consiste de um esqueleto de homogalacturonana de, 
no mínimo, oito unidades monoméricas, contendo cadeias laterais de até 12 
diferentes tipos de açúcares, alguns muito peculiares como apiose, ácido acérico, 
ácido 3-deoxi-lixo-2-heptulosárico (DHA) e ácido 3-deoxi-mano-2-octulosônico 
(KDO). A RG-II está presente em paredes celulares como dímeros em ligações 
cruzadas por um borato diol éster entre unidades apiosil na cadeia lateral 
(LEROUXEL et al., 2006). 
 
1.2. Enzimas pectinolíticas 
 
As enzimas pectinolíticas ou pectinases são produzidas por plantas 
superiores e micro-organismos. Elas são de importância primordial nas plantas 
auxiliando na extensão da parede celular vegetal e no amolecimento de alguns 
tecidos vegetais durante o amadurecimento e armazenagem. Elas também auxiliam 
no balanço ecológico, através dos processos de decomposição e reciclagem de 
resíduos vegetais (MURAD; AZZAZ, 2011).  
 
As pectinases agem através de reações de desesterificação (esterases) e 
despolimerização (hidrolases e liases). As enzimas pectinolíticas mais conhecidas e 
estudadas são aquelas que degradam as cadeias de homogalacturonana (HG) da 












Esterases   
Pectina metil esterases PE EC 3.1.1.11 
Pectina acetil esterases  EC 3.1.1.6  
Hidrolases   
Endo-polimetilgalacturonases Endo-PMG EC 3.2.1.41 
Exo-polimetilgalacturonases Exo-PMG  
Endo-poligalacturonases Endo-PG EC 3.2.1.15 
Exo-poligalacturonases Exo-PG EC 3.2.1.67 
Liases   
Endo-pectina liases Endo-PL EC 4.2.2.10 
Endo-pectato liases Endo-PGL EC 4.2.2.2 
Exo-pectato liase Exo-PGL EC 4.2.2.9 
 
 
A pectina metil esterase (PE) (EC 3.1.1.11) catalisa a desesterificação dos 
grupos metil da pectina, formando metanol e ácido péctico. Estas enzimas agem, 
preferencialmente, em um grupo metil-éster de uma unidade de galacturonato 
próxima a uma outra não esterificada (KASHYAP et al., 2001). A pectina acetil 
esterase (EC 3.1.1.6) promove a desacetilação das cadeias de HG da molécula de 
pectina (UENOJO et al., 2007).  
 
As hidrolases catalisam a hidrólise de ligações glicosídicas α(1→4), e são 
classificadas de acordo com sua preferência pelo substrato: as 
polimetilgalacturonases (PMG) agem sobre a pectina, preferencialmente com alto 
grau de metilação, liberando 6-metil-D-galacturonato; as poligalacturonases (PG) 
agem sobre o ácido péctico (ácido poligalacturônico), liberando D-galacturonato. Os 





sobre ligações internas, e exopectinases, que removem moléculas de ácido D-
galacturônico a partir da extremidade não redutora (ROMBOUTS; PILNIK, 1980; 
KASHYAP et al., 2001). As endo-PMG (EC 3.2.1.41) e exo-PMG são responsáveis, 
respectivamente, pela clivagem randômica da ligação glicosídica α-1,4 na pectina 
altamente esterificada ou na extremidade não redutora da cadeia de pectina. As PG, 
classificadas em endo-PG (EC 3.2.1.15) e exo-PG (EC 3.2.1.67), catalisam, 
respectivamente, a hidrólise randômica e sequencial da ligação glicosídica α-1,4 do 
ácido péctico na extremidade não redutora da cadeia.  
 
As liases catalisam a clivagem de ligações glicosídicas α(1→4) por 
transeliminação. São divididas em: pectina liases (PL), que atuam sobre a molécula 
de pectina, produzindo unidades de 6-metil-Δ-4,5-D-galacturonato; e pectato liases 
(PGL), que clivam o ácido péctico, liberando Δ-4,5-D-galacturonato. As PGL 
possuem absoluta dependência de Ca2+, sofrendo, portanto, forte inibição por 
agentes quelantes como EDTA. Já as PL não apresentam tal dependência, porém 
podem ser estimuladas na presença de Ca2+ e outros cátions (JAYANI et al., 2005). 
 
As liases também são classificadas em endo e exopectinases (ROMBOUTS; 
PILNIK, 1980; PITT, 1988), porém todas as pectina liases descritas até hoje são 
endoenzimas (SINITSYNA et al., 2007). A endo-PL (EC 4.2.2.10) catalisa a clivagem 
randômica da ligação glicosídica α-1,4 da pectina. A endo-PGL (EC 4.2.2.2) catalisa 
a clivagem aleatória da ligação glicosídica α-1,4 do ácido péctico, enquanto que a 
exo-PGL (EC 4.2.2.9) catalisa a clivagem sequencial da ligação glicosídica α-1,4 do 
























Figura 4. Diferentes tipos de pectinases e seus modos de ação sobre substâncias pécticas. (a) R = H 
para PG e CH3 para PMG, (b) PE e (c) R = H para PGL e CH3 para PL. A seta indica o lugar onde as 
pectinases atuam sobre as substâncias pécticas. PG: poligalacturonase, PMG: 




A degradação completa da molécula de pectina envolve ainda a ação de 
enzimas que degradam a cadeia de ramnogalacturonana (RG). As RG hidrolases 
promovem a hidrólise de ligações internas de RG, liberando oligômeros saturados 
(MUTTER et al., 1998): as RG ramnohidrolases promovem a clivagem hidrolítica da 
cadeia de ramnogalacturonana liberando ramnose da extremidade não redutora 
(MUTTER et al., 1994) e as RG galacturonohidrolases liberam ácido galacturônico 
da extremidade não redutora da cadeia de ramnogalacturonana via hidrólise 
(MUTTER et al., 1998). As RG liases promovem a transeliminação de ligações 





oligômero com um resíduo insaturado de galacturonato na extremidade não 
redutora, e um resíduo de ramnose na extremidade redutora do outro oligômero 
(MUTTER et al., 1996). As RG acetilesterases promovem a hidrólise dos grupos 
acetil da molécula de ramnogalacturonana (LEEUWEN et al., 1992). 
 
As Xilogalacturonases promovem a clivagem hidrolítica da ligação entre 
resíduos de galacturonato que possuem cadeia lateral de xilose da molécula de RG, 
liberando dímeros xilose - ácido galacturônico (VLUGT-BERGMANS, VAN DER et 
al., 2000). 
 
A primeira aplicação industrial de pectinase foi em 1930 na preparação de 
vinhos e sucos de frutas (UENOJO et al., 2007). A maioria das enzimas 
pectinolíticas comerciais são produzidas a partir de fungos, principalmente 
Aspergillus niger (RIBEIRO et al., 2010). Algumas das atuais aplicações das 
pectinases na indústria estão apresentadas na Tabela 2. 
 
Tabela 2. Aplicações industriais das pectinases.  
Aplicações das pectinases Fonte 
Amadurecimento de frutas, clarificação e redução de 
viscosidade em sucos, tratamento preliminar do suco 
de uva para indústrias vinícolas, extração de polpa 
de tomate, fermentação de chá e chocolate, 
tratamento de resíduos vegetais, desengomagem de 
fibras na indústria têxtil. 
HENRIKSSON et al., 
1999 
Desengomagem de fibras na indústria de papel. 
SAWADA et al., 1998; 
CALAFELL et al., 2005 
Nutrição animal. MURAD; AZZAZ, 2011 
Enriquecimento proteico de alimentos infantis, 
extração de óleos vegetais, no tratamento de 
efluentes industriais, na redução do amargor 
excessivo em cascas de frutas cítricas, na 
restauração do aroma perdido durante secagem de 
frutas, no melhoramento da textura de frutas e 
vegetais processados. 
HOONDAL et al., 2002; 
UENOJO et al., 2007 
Indústria farmacêutica  CHAMBIN et al., 2006 
Elaboração de biofilmes biodegradáveis HOAGLAND; PARRIS, 
1996 
Extração de pectina e de sabores e pigmentos a 







O mercado mundial de enzimas na indústria de alimentos foi estimado em 
US$ 3,3 bilhões em 2010 devendo atingir até 2015 US$ 4,4 bilhões (DEWAN, 2011). 
No segmento de alimentos e bebidas, o mercado de enzimas espera atingir cerca de 
US$ 1,3 bilhões em 2015 tendo como base um valor de US$ 975 milhões em 2010, 
com uma taxa de crescimento anual de 5,1% (DEWAN, 2011). No Brasil, a produção 
enzimática esta destinada a 41% para mercado de detergentes, 26% de alimentos, 
8% de rações e 25% de outros setores como, por exemplo, o têxtil. Em 2008, o 
mercado das enzimas de todos os setores envolvidos no Brasil exportou US$ 
38.251,97 e importou US$ 91.603,31 (HAUSMANN et al., 2011; SIMOES et al., 
2011). 
 
O uso das enzimas nos processos industriais apresenta muitas vantagens já 
que são naturais, aceleram a maior parte dos processos bioquímicos, de baixo 
consumo energético, possuem baixa toxicidade e são altamente específicas para 
determinadas ações. Além disso, são capazes de alterar as características de 
variados tipos de resíduos sem o uso de altas temperaturas, solventes orgânicos e 
extremos de pH, oferecendo, ao mesmo tempo, maior especificidade na reação, 
pureza no produto e redução no impacto ambiental (CHERRY; FIDANTSEF, 2003; 
MUSSATTO et al., 2007). 
 
Segundo a Associação Brasileira das Indústrias da Alimentação (ABIA), a 
indústria de produtos alimentícios e bebidas teve um faturamento de R$ 431,9 
bilhões em 2012, o que corresponde ao 9,5% do Produto Interno Bruto (PIB) do 
Brasil, dos quais R$ 20,4 bilhões corresponderam à indústria de derivados de frutas 
e vegetais (ABIA, 2014). As pectinases são enzimas que contribuem para quase 
25% das vendas globais de enzimas alimentares (TARI et al., 2007). 
 
1.3. Fungo filamentoso Aspergillus oryzae 
 
O reino Fungi consiste em um grupo de organismos eucarióticos que inclui 
micro-organismos tais como leveduras e fungos filamentosos. Até o momento, foram 
descritas 72.000 espécies de fungos, porém estima-se que haja pelo menos 1,5 





5% da diversidade estimada é conhecida. O reino divide-se nos Filos 
Chytridiomycota, Zygomycota, Ascomycota, Basidiomycota e Deuteromycota. O Filo 
Ascomycota é constituído por 32,200 espécies distribuídas em diversos ambientes 
terrestres e aquáticos (LEITE, 2010). Podem se apresentar na forma leveduriforme 
ou micelial com micélios septados. Sua reprodução pode ser assexual ou sexual. A 
reprodução assexual acontece por gemação, fissão, fragmentação ou formação de 
clamidósporos ou conídios. Para que aconteça a reprodução sexual é necessário 
que dois núcleos compatíveis se unam.  
 
O crescimento e as distintas atividades metabólicas dos organismos são uma 
resposta às condições do meio ambiente físico-químico que os rodeia. Os fungos, 
como todo organismo vivo, podem modificar seu ambiente e utilizar os compostos 
químicos presentes no meio como fonte de energia e como elementos básicos para 
seu crescimento e reprodução, o que permite sua ubiquidade. Na natureza, existe 
uma grande abundancia de polímeros que podem ser aproveitados pelos fungos 
como fonte nutricional, principalmente resíduos de origem vegetal, onde a 
biodegradação destes constitui um dos mais importantes ciclos do carbono na 
natureza. Durante a decomposição, os componentes dos materiais lignocelulósicos 
são progressivamente despolimerizados e, finalmente, transformados em dióxido de 
carbono e água, fechando o ciclo do carbono que se iniciou na fotossíntese 
realizada pela célula vegetal quando ainda ativa (GALVAGNO; FORCHIASSIN, 
2010).  
 
A forma de nutrição dos fungos é absortiva, ou seja, são capazes de 
incorporar moléculas pequenas no interior do seu organismo, as quais utilizam como 
fonte de matéria e energia para seu crescimento. Para isso se faz necessária a 
secreção de sistemas enzimáticos ao meio que possam degradar macromoléculas 
como polissacarídeos, a moléculas de menor tamanho. A produção e liberação das 
enzimas no meio esta sujeita a mecanismos de regulação e síntese. Estas não são 
produzidas de modo constante, sendo sua síntese induzida pelo substrato 
adequado, além de ser reprimida por açucares como a glicose (FERRAZ, 2010; 






Aspergillus (Eurotiales; Trichocomaceae) é um gênero amplamente 
distribuído com mais de 250 espécies de fungos filamentosos, grande parte 
saprófitas, pertencentes ao filo Ascomycota (ROKAS, 2013) e distribuídas em cinco 
seções denominadas de Nigri, Flavi, Circumdati, Cremei e Candidi (MACHIDA; 
GOMI, 2010). Algumas espécies de Aspergillus produzem, regularmente, os dois 
tipos de esporos, sexuais e assexuais; em outras espécies a forma sexual é rara e 
para outras espécies os esporos sexuais nunca foram descritos (MACHIDA; GOMI, 
2010). A Seção Flavi contém potentes produtores de micotoxinas bem como estirpes 
produtoras de metabolitos usados na indústria alimentícia. A espécie A. oryzae junto 
com A. flavus, A. parasiticus e A. sojae pertencem a esta seção (YU et al., 2004).  
 
O fungo filamentoso A. oryzae (Figura 5) foi isolado pela primeira vez a partir 
de koji por H. Ahlburd em 1876 e identificado como Eurotium oryzae sendo mais 











Figura 5. Microscopia eletrônica de varredura do fungo A. oryzae (A. Esporos - aumento 2500x; B. 
Conídio - aumento 1200x).  
 
 
As micotoxinas, toxinas de origem fúngica, são metabólitos secundários 
definidos como “produtos naturais produzidos por fungos que evocam uma resposta 
tóxica quando introduzidos em baixa concentração em vertebrados superiores e 
outros animais por rotas naturais tais como ingestão, contato com a pele, inalação 
ou rotas não naturais como injeção por meio de agulhas” (BENNETT, 1987). Pela 






condições propicias de fermentação ou estresse que propiciem a síntese desses 
compostos (OLEMPSKA-BEER et al., 2006), o A. oryzae apresenta o “status GRAS” 
(Generally Regarded As Safe) outorgado pela FDA (Food and Drug Administration) 
(ABE et al., 2006) que permite o uso de seus metabolitos na fabricação de alimentos 
humanos e animais. A utilização de A. Oryzae também tem o aval da Organização 
Mundial da Saúde (OMS) (FAO WHO, 1987).  
 
Alguns dos metabolitos secundários produzidos pelo fungo A. oryzae que 
podem ser tóxicos para os seres humanos e animais são: aspergillomarasmina, 
ácido ciclopiazônico (CPA), ácido kójico, maltorizina, ácido 3-nitropropiônico e 
violaceína. A presença destes compostos deve ser avaliada cuidadosamente com 
base no conhecimento da taxonomia, bioquímica e genética (BLUMENTHAL, 2004).  
 
O genoma do A. oryzae RIB40 (ATCC – 42149) foi completamente 
sequenciado e analisado por Machida e colaboradores (2005) consistindo em oito 
cromossomos com um tamanho de 37,6 Mb, sendo este maior, aproximadamente 
34% e 29%, quando comparado com o genoma do A. fumigatus e A. nidulans, 
respectivamente.  
 
Devido ao histórico uso como fonte segura de enzimas nativas e um 
comprovado crescimento em condições de produção industrial, os fungos A. oryzae 
e A. sojae, chamados de mofos koji, têm sido amplamente utilizados na produção de 
alimentos fermentados da culinária asiática por mais de mil anos. Alguns dos 
produtos elaborados a partir dos seus metabolitos são o sake (vinho de arroz), 
shochu (bebida fermentada), shoyu (molho de soja), miso (pasta de soja), tofu, 
temperos e vinagre (ABE et al., 2006).  
 
Diversos estudos tem demonstrado a aplicação do fungo A. oryzae na 
produção de diferentes enzimas a partir da utilização de subprodutos como é o caso 
de proteases produzidas no farelo de arroz (CHUTMANOP et al., 2008), de 
pectinases produzidas em tangerina, laranja, limão-taiti e casca de limão doce 
(DARTORA et al., 2002). Este também está sendo utilizado na produção de 





succinato (PBS) e succinato de polibutileno co-adipato (PBSA) como fonte de 
carbono (MAEDA et al., 2005), no tratamento de efluentes da indústria têxtil 
promovendo descoloração e a diminuição da toxicidade de corantes têxteis reativos 
(CORSO; ALMEIDA, 2009), na produção de lipases (OHNISHI et al., 1994), de 
glutaminase (YANO et al., 1988) e na biorremediação de solos contaminados com 
inseticidas (BHALERAO; PURANIK, 2009).   
 
1.4. Maracujá-amarelo (Passiflora edulis Sims f. flavicarpa Deg)  
 
O maracujá é um fruto que pertence à família das Passifloraceas, da ordem 
Passiflorales, originário da América Tropical, possuindo150 espécies utilizadas para 
diversas finalidades, desde alimentícias, medicinais até ornamentais. As espécies 
mais cultivadas no Brasil e no mundo são o maracujá-amarelo (Passiflora edulis 
Sims f. flavicarpa Degener), maracujá-roxo (Passiflora edulis) e maracujá-doce 
(Passiflora alata). Seu nome é de origem indígena das tribos Tupi e Guarani, e 
deriva de murukuia, que significa “alimento em forma de cuia” (PIRES et al., 2011).  
 
O Brasil é o principal produtor mundial de maracujá, com uma produção anual 
de 776.097 toneladas em 2012 (IBGE, 2012), sendo a região nordeste o mais 
importante polo produtor do país produzindo 563.346 toneladas (72,59%) em 44.932 





























Figura 6. Produção nacional de maracujá-amarelo (IBGE, 2012). 
 
 
A exportação de maracujá ainda é incipiente. Tem ocorrido em pequena 
escala, sob as formas de fruta fresca, e, principalmente, suco concentrado. Os 
principais destinos são os países europeus. A participação da fruta fresca no total 
das exportações de maracujá do Brasil tem sido restringido a 1,5%, porque o 
mercado interno absorve quase a totalidade da produção. O suco concentrado 
representa a maior parcela da exportação sendo atualmente comercializado na 
Holanda, Estados Unidos, Porto Rico, Japão e Alemanha, os quais importam 76% 
do suco concentrado produzido no Brasil (MELETTI, 2011).  
 
O seu principal uso está na alimentação na forma de sucos, doces, geléias, 
sorvetes e licores. Além disso, a literatura etnofarmacológica registra sua indicação 
como tranquilizante suave, diurético, analgésico, no combate à insônia, às 
convulsões, às contrações musculares e a doenças inflamatórias da pele (COSTA; 
TUPINAMBÁ, 2005; CONCEIÇÃO; ARAÚJO, 2011).  
 
O maracujá-amarelo (Passiflora edulis Sims f. flavicarpa Deg) (Figura 7), 
também conhecido como “maracujá-azedo”, é originário do Brasil (ANDERSEN; 
ANDERSEN, 1989) e cultivado em quase todo o território nacional. O Brasil é um 





regiões tropicais, com condições climáticas adequadas ao seu cultivo. Embora a 
espécie P. edulis seja nativa do Brasil, seu cultivo só adquiriu expressão econômica 
na década de 1980, com o incentivo da agroindústria de sucos e, principalmente, 











Figura 7. Frutos de maracujá-amarelo (MELETTI, 2011) 
 
 
Em termos nutricionais, o maracujá apresenta excelentes qualidades 
nutritivas, sendo rico em minerais e vitaminas, principalmente A e C, alcaloides 
indólicos, flavonoides, esteróis, lignanos e carotenoides (COSTA; TUPINAMBÁ, 
2005). O fruto do maracujá in natura é composto pela casca (aproximadamente 
50,3%), pelo suco (23,2%) e pelas sementes (26,2%) (FERRARI et al., 2004).  
 
A casca do maracujá corresponde entre o 40 e 50% do peso total dos frutos 
(OLIVEIRA et al., 2002; MACHADO et al., 2003) sendo rica em fibras solúveis, 
principalmente pectina (11 – 18%) (D´ADDOSIO et al., 2005; YAPO; KOFFI, 2006) 
niacina (vitamina B3), ferro, cálcio, magnésio, sódio e fósforo (Tabela 3) 











Tabela 3. Composição centesimal e de minerais de cascas in natura de maracujá-amarelo (P. edulis 
fo. flavicarpa) (GONDIM et al., 2005).  
 
Parâmetros 
Quantidades em 100 g 
de cascas 
Cálcio (mg) 44,51 
Calorias (Kcal) 29,91 
Carboidratos (g) 6,78 
Cinzas (g) 0,57 
Cobre (mg) 0,04 
Ferro (mg) 0,89 
Fibras (g) 4,33 
Lipídeos (g) 0,01 
Magnésio (mg) 27,82 
Potássio (mg) 178,40 
Proteínas (g) 0,67 
Sódio (mg) 43,77 
Umidade (g) 87,64 
Zinco (mg) 0,32 
 
 
Alguns dos destinos dos resíduos gerados a partir da elaboração de produtos 
a base de maracujá são a suplementação da ração animal de aves e bovinos 
(OTAGAKI; MATSUMOTO, 1958; TOGASHI et al., 2007), substrato para produção 
de diversas enzimas (CROTTI et al., 1999; SILVA et al., 2005; ZILLY et al., 2012), 
matéria prima para elaboração de doces (OLIVEIRA et al., 2002) e biscoitos 
(ISHIMOTO et al., 2007), em silagem (CRUZ et al., 2010), na produção de pectina 
(D´ADDOSIO et al., 2005; KLIEMANN et al., 2009) e em biorremediação (JACQUES 
et al., 2007). A farinha produzida a partir da casca tem atividades hipoglicemiantes e 
hipolipemiantes em humanos (RAMOS et al., 2007) e seu consumo não apresenta 
risco à saúde (MEDEIROS et al., 2009). Ichimura e colaboradores (2006) 
demonstraram o efeito anti-hipertensivo do extrato metanólico da casca de P. edulis 





1.5. Biopurga (BioScouring)   
 
O algodão é a forma mais pura de celulose encontrada na natureza, sendo 
uma fibra de origem vegetal proveniente de espécies pertencentes ao gênero 
Gossypium (SHORE, 1995). É cultivado em países com climas subtropicais tais 
como Ásia, África, Egito, Índia e Américas do Norte e do Sul. 
 
As fibras de algodão consistem principalmente de longas cadeias de 
moléculas celulósicas de alto peso molecular e são polimerizadas a partir de 
monômeros de β-D-glicose (NIAZ et al., 2011). Do ponto de vista estrutural, as fibras 
de algodão são constituídas por cutícula, parede primária, parede secundária e 












Figura 8. Representação esquemática da estrutura morfológica da fibra de algodão (LEWIN, 2006).  
 
 
A parede celular vegetal primária é rica em celulose, xiloglucanos, pectinas, 
ceras, corantes naturais e minerais. Esta representa 2,5% do peso total da fibra e é 
a responsável pela sua hidrofobicidade. A parede secundaria é a parte principal da 
fibra constituída principalmente de celulose e representa 91,5% do peso total da 
fibra com um índice de cristalinidade de 70%. As duas paredes apresentam 
diferentes graus de cristalinidade como também diferentes orientações nas cadeias 
moleculares. O lúmen é a parte mais interna da fibra do algodão sendo composta de 





A maior parte dos sais de ácidos pécticos e pectatos, presentes nas fibras, 
são insolúveis em água e responsáveis pela ligação entre ceras e proteínas 
formando a barreira protetora da fibra. A quantidade e a composição dessa barreira 
variam de acordo com as condições de crescimento, fatores climáticos e a variedade 
do algodão (HOONDAL et al., 2002).  
 
A cutícula é a parte mais externa da fibra constituída por ceras, gorduras, 
lignina, proteínas e pectinas e é responsável pelas propriedades hidrofóbicas das 
fibras no seu estado natural ajudando a proteger a parte externa da fibra. A 
composição química do algodão está apresentada na Tabela 4. 
 
Tabela 4. Composição aproximada do algodão (LEWIN, 2006).  
 
Constituinte 




Celulose 95,0 88,0 - 96,0 
Proteína (%N) 1,3 1,1 - 1,9 
Substâncias pécticas 0,9 0,7 - 1,2 
Cinzas 1,2 0,7 - 1,6 
Cera 0,6 0,4 - 1,0 
Açúcares totais 0,3 0,1 - 1,0 
Ácidos orgânicos 0,8 0,5 - 1,0 
Pigmentos Traços - 
Outros 1,4 - 
 
 
Antes do tecido de algodão cru ser tingido em processos úmidos, ele deve ser 
limpo a fim de torná-lo hidrofílico. O método industrial convencional inclui um 
tratamento com hidróxido de sódio a altas temperaturas seguido de uma extensiva 
lavagem. Neste processo, constituintes hidrofóbicos (ceras e gorduras) e outros 
compostos não celulósicos (pectinas, proteínas e ácidos orgânicos) são 





dispersos e com isso a superfície das fibras de algodão muda de uma que resiste a 
umectabilidade pela água por outra que absorve a água rapidamente. O processo de 
purga alcalina tem como objetivo a produção de um algodão absorvente que logo 














Figura 9. Representação esquemática da cadeia de processamento de algodão, desde a preparação 
da fibra até o consumidor (Agrawal, 2005). 
 
 
Geralmente, a purga alcalina é realizada com uma solução diluída de 
hidróxido de sódio, carbonato de sódio ou peroxido de hidrogênio (1 a 4%) durante 
30 a 60 minutos sob condições atmosféricas ou sob pressão a uma temperatura 
entre 75° e 130°C. Estes produtos químicos não só removem as impurezas como 
também atacam a celulose, reduzindo a resistência e o peso do tecido de algodão. 
Além disso, a água residual tem uma alta demanda química e bioquímica de 
oxigênio (grau DQO e DBO, respectivamente) e sal. Apesar da purga alcalina ser 
efetiva e o custo do hidróxido de sódio ser baixo, o processo não é ecologicamente 
viável, pois consome grandes quantidades de energia, água e agentes auxiliares. 
 
As enzimas têm sido utilizadas na indústria têxtil desde o final de 1980. Em 
1999 foram incorporadas no processo de purga (NIELSEN et al., 2009). Atualmente 





atuam em várias etapas do processo da transformação do algodão (KLUG-
SANTNER et al., 2006; AGRAWAL et al., 2008; AHLAWAT et al., 2009) (Figura 10). 
Figura 10. Fluxograma do beneficiamento químico na indústria têxtil e aplicações de enzimas nos 
processos têxteis (ANDREAUS; CAVACO-PAULO, 2008).  
 
 
A biopurga refere-se à remoção enzimática de pectinas, ceras, hemiceluloses 
e sais minerais da superfície das fibras celulósicas do algodão cru. As pectinases 
quebram a pectina na cutícula do algodão e, assim, ajudam na remoção de ceras, 
proteínas, óleos e outras impurezas durante a extração (MANGOVSKA et al., 2004). 
 
A pectina esta ligada covalentemente à hemicelulose ou celulose ou por 
ligações de hidrogênio a outros componentes da parede celular. Ou seja, a pectina 
interage consigo mesma formando pontes transversais que ligam a molécula com 
outros componentes da parede. Essas ligações são formadas entre blocos de 
galacturonanas não esterificados ou com pequenas esterificações metílicas com 
cargas negativas e íons de cálcio com carga positiva por interações eletrostáticas. 
Isto gera ligações dos grupos hidroxílicos dos polissacarídeos e ligações iônicas 
com o grupo carboxílico da pectina (LOSONCZI et al., 2005). Consequentemente, a 
remoção dos íons de cálcio pode acelerar a degradação das substâncias pécticas. O 
tensoativo EDTA é o quelante mais eficiente nos processos têxteis (CSISZÁR et al., 
2001). Este modifica a estrutura do substrato, removendo os íons de cálcio das 
pontes transversais (LOSONCZI et al., 2005). Esse processo de remoção do íon 
cálcio pode levar ao aumento da catálise enzimática, além de proporcionar uma 
maior mobilidade das cadeias pécticas e facilitar o ataque das enzimas (CALAFELL 





na remoção de óleos presentes nas fibras de algodão, facilitando a ação das 
pectinases. Além disso, mantem a enzima dissolvida, tornando-a disponível para a 
ação catalítica (AHLAWAT et al., 2009).  
 
O processo de biopurga pode ser feito a temperaturas e pH moderados e no 
final do processo o algodão apresenta uma estrutura de celulose quase intacta, com 
menor perda de peso e maior resistência (MANGOVSKA et al., 2004). No processo, 
vários parâmetros influenciam no resultado do tratamento tais como a concentração 
da enzima, a temperatura, o pH e a relação do banho e o nível da agitação. 
 
O resultado final deste processo é um tecido/fio com alta capacidade 
hidrofílica, o qual é necessário para os processos subsequentes, tais como 
mercerização, alvejamento, tingimento, estamparia e acabamento. Além de 
pectinases, amilases são usadas na desengomagem (remoção do amido), enquanto 
que celulases são utilizadas na etapa de remoção de fibrilas da superfície de 
substratos celulósicos (bio-polishing) na etapa de acabamento do produto, tornando 
os tecidos mais brilhantes e suaves.  
 
O processo de biopurga traz muitas vantagens para o produto final, o meio 
ambiente e operacional, tais como a diminuição do impacto ambiental, produzindo 
um efluente mais limpo; a não alteração da estrutura do algodão, permitindo a 
retenção de suas propriedades naturais da fibra e a diminuição do consumo de água 
quando comparado com os processos alcalinos. Além disso, a desativação das 
enzimas envolvidas no processo pode ser feita simplesmente com o aumento da 
temperatura ou mudança de pH. A biopurga permite trabalhar em condições mais 
brandas de temperatura, pressão e pH, fornecendo segurança operacional 
(BUSCHLE-DILLER et al., 1998; HOONDAL et al., 2002; CAVACO-PAULO; 










1.6. Sistema Micelar de Duas Fases Aquosas (SMDFA) 
 
Desde sua primeira menção em 1956, o Sistema Micelar de Duas Fases 
Aquosas (SMDFA) tem sido utilizado na purificação de proteínas, de componentes 
celulares e na extração de vírus (FRANCO et al., 2008).  
 
O SMDFA faz parte de um processo de transferência de um soluto de uma 
fase liquida para outra fase liquida imiscível em contato com a primeira denominada 
de extração liquido-liquido. Este sistema é constituído primeiramente por moléculas 
de tensoativos ou surfactantes que tendem a formar micelas oferecendo 
simultaneamente um ambiente hidrofóbico e outro hidrofílico, o que permite a 
seletividade na partição das biomoléculas (RANGEL-YAGUI et al., 2003). 
 
Os agentes tensoativos são moléculas anfifílicas compostas de uma porção 
hidrofílica ou polar, comumente denominada “cabeça polar”, e uma porção 
hidrofóbica ou apolar, comumente denominada “cauda apolar”. Os tensoativos 
podem ser classificados em três classes gerais: (a.) iônicos (possuindo cabeça 
positivamente carregada – catiônicos – ou negativamente carregada – aniônicos), 
(b.) não-iônicos (possuindo uma cabeça polar capaz de realizar ligações de 
hidrogênio com a água), e (c.) zwiteriônicos (possuindo uma cabeça caracterizada 
por um dipolo) (ISRAELACHVILI, 2011).  
 
Os tensoativos em solução aquosa podem exibir diversos tipos de 
comportamento, dependendo da concentração. Em soluções com concentração de 
tensoativo abaixo da concentração micelar crítica (CMC), específica para cada 
tensoativo, as moléculas de tensoativo adsorvem na interface ar-água, projetando 
suas caudas apolares em direção à fase ar de forma a minimizar o contato com a 
água e, portanto, diminuindo a tensão existente na interface ar-água. Entretanto, a 
maioria dos tensoativos apresenta solubilidade mínima na fase aquosa, 
caracterizada pelo caráter hidrofóbico da cauda apolar. Desta forma, em soluções 
com concentrações de tensoativo superiores à CMC, as moléculas de tensoativo 
formam agregados conhecidos como micelas, nas quais as caudas hidrofóbicas se 





permanecem na periferia da micela maximizando seu contato com a água 
(TANFORD, 1980; CHEVALIER; ZEMB, 1990) (Figura 11). 
 
As micelas são compostos dinâmicos constituídos de dezenas a milhares de 
monômeros de agentes tensoativos que estão continuamente e reversivelmente 
trocando monômeros umas com as outras (Figura 11) (PUVVADA; BLANKSCHTEIN, 
1990). A formação de micelas reflete um balanço complexo de várias forças 
intermoleculares, incluindo interações de van der Waals, eletrostáticas, estéricas, 
hidrofóbicas e de ligações de hidrogênio (TANFORD, 1980; ISRAELACHVILI, 2011). 
A principal força atrativa resulta do efeito hidrofóbico associado às caudas apolares. 
A força repulsiva contrária é resultado das interações estéricas (existente entre as 
cabeças hidratadas de tensoativos não-iônicos) e eletrostáticas (existente entre as 
cabeças possuindo cargas semelhantes) associadas às cabeças hidrofílicas. O 
processo de micelização é resultado de um balanço entre estas forças atrativas e 













Figura 11. Estrutura geral dos surfactantes no meio hidrofóbico. Os círculos negros representam as 
cabeças do tensoativo (porções hidrofílicas) e as linhas curvas pretas representam as caudas do 
tensoativo (porções hidrofóbicas). Há formação de micelas em solução aquosa quando a 
concentração mínima critica (CMC) é atingida, ficando as cabeças em contato com a água e as 
caudas para dentro da micela. Nota-se que, como indicado pelas setas, as micelas e as moléculas de 






Para determinados tensoativos, como o Triton® X-114, uma solução micelar 
isotrópica, homogênea submetida a determinadas condições como aumento de 
temperatura e adição de sais, por exemplo, pode espontaneamente se separar em 
duas fases líquidas aquosas e imiscíveis (Figura 12). Como a concentração de 
tensoativos nas duas fases é superior à CMC, micelas estão presentes em ambas 
as fases. Porém, o tamanho médio e o grau de polidispersão das micelas são 
diferentes nas duas fases, pois a concentração de tensoativo é diferente (LIU et al., 
1998). Em uma das fases, denominada de “regime diluído” ou “pobre em micelas”, 
as micelas encontram-se isoladas umas das outras em solução. Nesta fase, o 
elevado teor de água, 75 a 80% em massa, das fases formadas garante a 
conservação das propriedades biológicas das biomoléculas de interesse (FRANCO 
et al., 2008). Na outra, denominada de “regime semi-diluído ou concentrado” ou “rico 
em micelas” as micelas apresentam-se enoveladas formando uma rede. A distinção 
neste ambiente físico-químico das duas fases formadas consiste na base da 
utilização destes sistemas em processos de extração de materiais biológicos (LIU et 











Figura 12. Representação esquemática da separação de fases em um sistema micelar aquoso 
utilizando Triton
®
 X-114 com o aumento da temperatura. A solução micelar tem uma única fase em 
temperaturas baixas e se separam com o aumento da temperatura, ficando uma na parte superior 
(fase pobre em micelas) e uma fase na parte inferior (fase rica em micelas) (LIU et al., 1996). 
 
 
O fenômeno de separação de fases pode ser representado por uma curva em 





concavidade para cima ou para baixo dependendo da separação de fases ser 
induzida pelo aumento ou diminuição da temperatura, respectivamente. A curva 
binodal, desta forma, representa o limite, em função da temperatura e da 
concentração de tensoativo, no qual a solução micelar se separa em duas fases 
macroscópicas (NIKAS et al., 1992). A temperatura na qual há uma separação das 
duas fases é conhecida como ponto-de-névoa (cloud point). Esta temperatura é 
extremadamente sensível à interação no sistema e depende da estrutura, do peso 
molecular e da concentração do polímero e da presença de outros solutos não 
formadores de fases (RAGHAVARAO et al., 2003). 
 
A partição de proteínas pelo SMDFA depende principalmente das 
propriedades físicas e químicas como ponto isoelétrico, a superfície de 
hidrofobicidade, massa molar e as características do meio tal como o tipo de 
surfactante ou polímero, a sua concentração, pH e a concentração e tipo de sal e da 
temperatura (RAGHAVARAO et al., 2003; MAZZOLA et al., 2008). A fase de 
separação de cada sistema muda de acordo com o polímero (peso molecular e 
concentração) e à quantidade e concentração de sal presente no sistema. Por isso, 
ter conhecimento da curva bimodal é essencial quando se trabalha com o SMDFA.  
 
Este método oferece algumas vantagens de versatilidade, curta fase de 
separação, eficiência, segura para o meio ambiente em comparação com os 
métodos convencionais, baixo custo e facilidade de aplicação a larga escala, não 
emprega compostos orgânicos voláteis como solventes e em alguns casos, permite 
a reciclagem dos surfactantes, sendo posteriormente utilizados em outra separação. 
Na área de biotecnologia tem sido sugerido no lugar ou como processo 
complementar a cromatografias para reduzir o custo do processamento de muitos 
produtos biológicos (MINUTH et al., 1995; RAGHAVARAO et al., 2003; ROSA et al., 
2013). 
 
Em 1981, Bordier fez o primeiro trabalho demonstrando a possibilidade de 
separar proteínas por extração em sistemas de duas fases aquosas com o auxílio de 
agentes tensoativos não-ionicos como o Triton® X-114 (octilfenoxi polietoxietanol) 





de sistema, as proteínas hidrofílicas foram encontradas exclusivamente na fase 
pobre em micelas (fase inferior do sistema de duas fases aquosas micelares), 
enquanto que as proteínas com caráter hidrofóbico na fase rica em micelas (fase 














Diversas pesquisas têm sido realizadas usando o Triton® X-114 no SMDFA 
na purificação de diferentes proteínas (BORDIER, 1981; HOLM et al., 1986; 
SÁNCHEZ-FERRER et al., 1990, 1994; LIU et al., 1996; BECKER et al., 2009). O 
seu uso apresenta várias vantagens como simplicidade na sua manipulação, a 
reprodutibilidade dos resultados obtidos, a manutenção da atividade biológica das 







2. Justificativa  
 
O Brasil é o maior produtor e consumidor mundial de maracujá, sendo a 
região nordeste a principal produtora do país (IBGE, 2012). Com isso, são gerados 
vários tipos de resíduos agroindustriais tais como cascas que podem ser utilizados 
em vários processos industriais tais como na produção de farinha para ração animal 
e na produção de enzimas além das propriedades hipoglicemiantes e 
hipolipemiantes em humanos (RAMOS et al., 2007), diminuindo o impacto ambiental 
gerado pelo descarte inapropriado deste tipo de resíduos.  
 
As pectinases constituem um grupo de enzimas que catalisam a degradação 
das substâncias pécticas presentes no material vegetal. Estas enzimas são comuns 
na natureza, sendo produzidas por bactérias, fungos, leveduras, insetos, nemátodas, 
protozoários e plantas e podem ser utilizadas em uma grande variedade de 
processos industriais. Estudos prévios indicam que o fungo A. oryzae (BLU-37), 
isolado de resíduos de algodão da indústria têxtil, é um eficiente produtor de 
pectinases (SIQUEIRA et al., 2010). O fungo A. oryzae tem sido bastante estudado 
na produção de diversas enzimas quando crescido em diversos substratos além da 
importância na alimentação asiática devido a seu “status GRAS” (Generally 
Regarded As Safe) outorgado pela FDA (Food and Drug Administration) e ao aval da 
Organização Mundial da Saúde (OMS) o que permite uso de seus metabolitos em 
diversos processos industriais, sem afetar a saúde humana nem animal.  
 
A viabilidade da comercialização e da produção em escala industrial de 
enzimas obtidas por meio da biotecnologia depende significativamente das técnicas 
empregadas na purificação destas. A baixa concentração inicial dos produtos 
obtidos, sensibilidade térmica e a necessidade de preservar as principais 
propriedades dos compostos tornam os processos de recuperação onerosos para os 
custos globais de produção. Desenvolver técnicas de purificação eficientes, 
minimizando o número de etapas necessárias para a recuperação desejada, é uma 
das preocupações atuais na área da biotecnologia, pois isto significa redução de 
custos bem como de perdas do produto (HUENUPI et al., 1999). A extração líquido-





pode oferecer as vantagens necessárias para a produção de um bioproduto com 





 Produzir, purificar parcialmente e caracterizar pectinases produzidas pelo 
fungo A. oryzae cultivado em casca de maracujá-amarelo como fonte de 
carbono em meio submerso.  
 
 Clarificar o extrato bruto concentrado obtido a partir do cultivo do fungo A. 
oryzae em casca de maracujá-amarelo como fonte de carbono utilizando 
um sistema micelar de duas fases aquosas.  
 
 Comparar os efeitos do extrato bruto concentrado de A. oryzae quando 
crescido em casca de maracujá-amarelo como fonte de carbono com 
outras enzimas de origem comercial, com e sem produtos auxiliares, no 
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PRODUÇÃO, PURIFICAÇÃO PARCIAL E 
CARACTERIZAÇÃO DE PECTINASES PRODUZIDAS 
PELO FUNGO Aspergillus oryzae CRESCIDO EM 






Uma pectinase extracelular foi parcialmente purificada a partir de amostras de 
extrato bruto do fungo mesófilo A. oryzae quando cultivado em casca de maracujá-
amarelo como fonte de carbono. A análise bromatológica determinou que casca de 
maracujá é particularmente rica em hemicelulose, seguido por lignina e celulose. O 
perfil de indução mostrou que a atividade pectinolítica aumentou de forma constante 
atingindo um valor elevado no décimo dia de crescimento. A pectinase (PEC-P1) foi 
parcialmente purificada por ultrafiltração e cromatografias de filtração em gel 
(Sephacryl S-200) e de troca iônica (HiTrap Q FF). A eletroforese sob condições 
desnaturantes do extrato bruto, do concentrado e da PEC-P1 mostrou duas bandas 
de proteína de aproximadamente 43 e 45 kDa, coincidente com as bandas de 
atividade de pectinases detectadas através do zimograma. A PEC-P1 apresentou 
maior atividade em pH 4,5 e a 55°C, 70°C e 75ºC. A atividade enzimática foi inibida 
por íons Ag+, Cu2+, Fe2+, Fe3+, Co2+, Ca2+ e Hg2+, EDTA e compostos fenólicos, ácido 
tânico e vanilina. A enzima foi ativada pelo íon Cu2+ e por compostos fenólicos, ácido 
ferúlico, cinâmico e 4-hidroxibenzoico. O concentrado diminuiu a viscosidade do 
suco de goiaba em 4,15%.  
 
Palavras-chaves: A. oryzae, pectinase, casca de maracujá-amarelo, meio 







An extracellular pectinase was isolated from samples of crude extract of A. 
oryzae mesophilic fungus when grown on yellow passion fruit peel as the carbon 
source. The bromatological determined that passion fruit peel was particularly rich in 
hemicellulose, followed by lignin and cellulose. The profile showed that induction of 
pectinolytic activity increased steadily reaching the highest value on the tenth day of 
growth. The pectinase (PEC-P1) was partially purified by ultrafiltration, gel filtration 
chromatography, gel filtration chromatography (Sephacryl S-200) and ion exchange 
(HiTrap Q FF). The gel under denaturing conditions of the crude extract, concentrate 
and PEC-P1 showed two protein bands of approximately 43 and 45 kDa, coincident 
with that staining for pectinase activity. PEC-P1 was more active at pH 4.5 and 55°C, 
70°C and 75°C. The enzyme activity was inhibited by some ions (Ag+, Cu2+, Fe2+, 
Fe3+, Co2+, Ca2+, Hg2+), EDTA and phenolic compounds (tannic acid and vanillin). 
The enzyme was activated by Cu2+ ion and phenolic compounds (ferulic acid, 
cinnamic acid and 4-hydroxybenzoic). The viscosity of guava juice was decreased by 
4.15% when incubated with the concentrate sample.  
 







1. Introdução  
 
A produção agrícola brasileira é uma das mais importantes do mundo, 
produzindo e exportando café, açúcar de cana, soja, mandioca, frutas, entre outros e 
produtos a bases destes gerando uma grande quantidade de resíduos (SOCCOL; 
VANDENBERGHE, 2003). Nos últimos anos houve um aumento na tentativa de 
tornar mais eficiente a utilização desses resíduos, cuja disposição no meio ambiente 
causa sérios problemas de poluição. Com o advento da inovação biotecnológica na 
área de enzimas e tecnologia das fermentações, novas perspectivas estão sendo 
criadas.  
 
O maracujá pertence à família Passifloraceae, constituída por quase 200 
espécies nativas no Brasil. É uma fruta típica da América Tropical e o Brasil é o 
principal produtor mundial, sendo a região nordeste o mais importante polo produtor 
do País. A casca do maracujá-amarelo (Passiflora edulis flavicarpa) representa mais 
da metade do peso total do fruto e seu descarte inapropriado gera problemas 
ambientais como mau cheiro ao redor das indústrias de suco e foco para a presença 
de animais (FERREIRA et al., 2010). Um dos objetivos da indústria de alimentos é 
encontrar formas de aproveitamento para os seus resíduos, transformando-os em 
benefícios financeiros e minimizando os impactos ambientais (RUGGIERO et al., 
1996). 
 
Uma das aplicações em potencial desses resíduos consiste na sua utilização 
como fonte de carbono em bioprocessos para obtenção de produtos de maior valor 
agregado, tais como enzimas, álcoois, ácidos orgânicos, aminoácidos, metabólitos 
secundários biologicamente ativos e compostos aromáticos (ALKORTA et al., 1998; 
UENOJO et al., 2007; JEGANNATHAN; NIELSEN, 2013) agregando valor à cadeia 
produtiva, além de reduzir as emissões de carbono para a atmosfera e contribuir 
para a viabilidade econômica de tais processos, uma vez que estes produtos 
apresentam baixo valor econômico no final da cadeia produtiva.  
 
As substâncias pécticas são macromoléculas glicosídicas de alto peso 





material adesivo extracelular entre as paredes primárias de células de vegetais 
superiores (UENOJO et al., 2007). O esqueleto péctico é primariamente um 
homopolímero de ácido galacturônico ligado em α(1→4), com grau variável de 
grupos carboxilas metil esterificados (CANTERI et al., 2012).  
 
As enzimas encarregadas da hidrólise das substâncias pécticas são 
amplamente conhecidas como pectinases, e incluem poligalacturonases, pectina 
esterases, pectina liases e pectato liase, dependendo do modo de ação. Estas são 
produzidas por uma ampla variedade de micro-organismos tais como bactérias, 
leveduras, fungos e actinomicetos (ALKORTA et al., 1998).  
 
As pectinases foram as primeiras enzimas a serem utilizadas industrialmente 
(RIBEIRO et al., 2010). O seu uso na produção de suco está relacionado com vários 
processos como clarificação, maceração, extração, estabilização da cor do suco 
durante o armazenamento e no aumento de rendimento. Uma variedade de 
pectinases com atividade enzimática em diferentes intervalos de pH e temperaturas 





Produzir, purificar parcialmente e caracterizar pectinases secretadas pelo 
fungo A. oryzae quando crescido em casca de maracujá-amarelo como fonte de 
carbono em fermentação submersa.  
 
 
3. Material e métodos 
 
3.1. Origem dos reagentes 
 
Os reagentes pectina de frutas cítricas, xilana de aveia, carboximetil-celulose 
(CM-celulose), manana, celulose microcristalina (avicel) e o corante vermelho de 





cromatográficas Sephacryl S-200 e HiTrapTM Q Fast Flow (HiTrap Q FF), o papel 
filtro (FP) (Whatman No. 1) e o kit de marcador de massa molecular Low Molecular 
Weight (LMW) foram adquiridos da GE Healthcare Life Sciences (Piscataway, NJ, 
USA). Todos os reagentes utilizados foram de grau analítico.  
 
3.2. Resíduos Agroindustriais 
 
3.2.1. Origem dos resíduos  
 
As frutas maduras de maracujá-amarelo (Passiflora edulis sims), limão-
taiti (citrus latifolia), laranja ‘pêra’ (Citrus sinensis L. Osbeck) e goiaba-
vermelha (Psidium guajava L) foram adquiridas de um fornecedor local de 
Brasília, DF. O pó-de-filtro (resíduo do tratamento do algodão) foi adquirido da 




As frutas de maracujá-amarelo, limão-taiti e laranja ‘pêra’ foram 
lavadas em água corrente, descascadas e secas a 65°C por 48 horas em 
estufa. O pó-de-filtro foi previamente autoclavado a 121°C por 2 horas e, 
posteriormente, lavado em água corrente e seco a 65°C por 48 horas em 
estufa. Todos os substratos, após a secagem, foram triturados em moinho de 



























Figura 14. Resíduos agroindustriais pré-tratados: A. Casca de maracujá-amarelo; B. Casca de limão-
taiti; C.  asca de laranja ‘pêra’; D. Pó-de-filtro.  
 
 
3.2.3. Análise Bromatológica 
 
A análise bromatológica da casca de maracujá-amarelo foi feita pelo 
Professor Dr. Carlos Frederico de Souza Castro - laboratório de Química 
Tecnológica do Instituto de Educação, Ciência e Tecnologia Goiano, Rio Verde 
– GO, utilizando as metodologias descritas por Li e colaboradores (2004) e Lin 
e colaboradores (2010).  
 
3.2.3.1. Análise dos extraíveis 
 
Foram pesados 5 g do material lignocelulósico (m0) e transferidos 
para um extrator Soxhlet. A extração ocorreu por 8 horas, usando-se 
cerca de 300 mL de hexano PA. Após a extração, o material foi seco a 
35 - 40°C até atingir peso constante e pesado (m1). A diferença de 
massa corresponde ao teor de extraíveis (m0 – m1). O percentual de 
extraíveis (%E) foi calculado por: 
 
   
     
  
       






3.2.3.2. Análise da Hemicelulose 
 
Foi utilizado 1 g (m1) do material lignocelulósico (livre de 
extraíveis). Este material foi acrescido de 10 mL de solução aquosa de 
hidróxido de sódio (500 mM - 20 g/L). A mistura foi fervida por 3,5 horas, 
filtrada e lavada com água destilada. O resíduo sólido foi seco a 35 - 
40°C e pesado até atingir peso constante (m2). A diferença das massas 
corresponde à hemicelulose. O percentual de hemicelulose (%HC) foi 
calculado por: 
 
    
     
  
       
 
 
3.2.3.3. Análise de Lignina 
 
Foi utilizado 1 g (m3) do material lignocelulósico (livre de extraíveis) 
e este foi acrescido de 30 mL de solução aquosa de ácido sulfúrico 
(72% - 72 mL de ácido sulfúrico concentrado com 28 mL de água 
destilada). A mistura ficou em repouso por 24 horas e depois foi diluída 
com 300 mL de água destilada e fervida por 1 hora. A mistura foi 
filtrada e o resíduo sólido foi lavado com água destilada. O resíduo 
sólido foi seco a 35 - 40°C e pesado (m4). Esta massa corresponde ao 
teor de lignina. O percentual de lignina (%L) foi calculado por:  
 
   
         
  
       
 
 
3.2.3.4. Analise de Celulose 
 
A celulose foi determinada pela diferença entre a massa original e 
os teores de extraíveis, hemicelulose e lignina. O percentual de celulose 





                  
 
 
3.3. Isolamento, manutenção e identificação do fungo 
 
O fungo filamentoso A. oryzae (BLU-37) foi isolado da compostagem natural 
de resíduos da indústria de rebeneficiamento de fibras de algodão (Hantex Ltda., 
região do Vale do Itajaí, Gaspar, SC) e, posteriormente, identificado fenotipicamente 
pelo professor Dr. Luís Roberto Batista do Laboratório de Microbiologia de Alimentos 
da Universidade Federal de Lavras (UFLA) (SIQUEIRA et al., 2010). A identificação 
genotípica foi feita no Laboratório de Microbiologia: Interação Planta-Praga do 
Instituto de Ciências Biológicas, Universidade de Brasília sob a supervisão do 
professor Dr. Robert Miller conforme metodologia no Anexo 1. O isolado encontra-se 
depositado na Micoteca do laboratório de Enzimologia do Instituto de Ciências 
Biológicas da Universidade de Brasília dentro do âmbito da rede Sisbiota de fungos 
filamentosos com autorização de acesso e de remessa de amostra de componente 
do patrimônio genético número 010770/2013-5 sob supervisão do Professor Dr. 
Edivaldo Ximenes. 
 
3.4. Conservação do fungo 
 
O isolado foi mantido em meio sólido Batata-Dextrose-Ágar (BDA) contendo 
caldo de batata 2,0% (p/v), dextrose 1,0% (p/v) e ágar 2,0% (p/v), com repiques 
realizados periodicamente e preservado a -80°C em criotubos, contendo glicerol 
50% (v/v). 
 
3.5. Cultivo em meio liquido 
 
O fungo A. oryzae foi submetido a cultivos submersos utilizando diferentes 
fontes de carbono, entre elas casca de limão-taiti (Citrus latifolia), casca de 
maracujá-amarelo (Passiflora edulis sims), fibra de algodão (pó-de-filtro) e casca de 
laranja ‘pêra’ (Citrus sinensis (L.) Osbeck) em frasco do tipo Erlenmeyer de 1 L 





2012): 0,7% de KH2PO4; 0,2% de K2HPO4; 0,05% de MgSO4
 7H2O; 0,16% 
(NH4)2SO4; 0,06% de extrato de levedura e 1% (p/v) da fonte de carbono 
lignocelulósica (casca de limão-taiti, de maracujá-amarelo, de laranja ‘pêra’ ou pó-
de-filtro, separadamente), em pH 6,8. A inoculação foi feita por suspensão de 
esporos (106 ou 107 esporos/mL) obtidos de cultura pura em BDA. O cultivo foi 
realizado por seis dias a 28ºC com agitação constante de 120 rpm. Os meios de 
cultura contendo a massa micelial foram filtrados à vácuo em funil de Büchner com 
papel de filtro (Whatman Nº 1) e armazenados a 4ºC, com adição de 0,1% de azida 
sódica. O filtrado, denominado extrato bruto (EB), foi usado como fonte de 
holocelulases.  
 
3.6. Determinação da atividade enzimática das holocelulases 
 
Os ensaios enzimáticos para a determinação de holocelulases 
(endoglicanase/CMCase, xilanase, pectinase e mananase) foram realizados pelo 
método de DNS, conforme descrito por Miller (1959) e adaptado por Vale (2012), 
tendo 5 L de enzima e 10 L de substrato 1% (Anexo 2). A incubação foi realizada 
a 50ºC por 30 minutos (FILHO et al., 1993). Após este período, foram adicionados 
30 L de DNS e a mistura foi novamente incubada por 10 minutos a 97°C (MILLER, 
1959), sendo, posteriormente, acrescentado 150 L de água destilada. A quantidade 
de açúcares redutores foi quantificada pela leitura da absorbância a 540 nm 
(SpectraMax M2e, Molecular Devices Co., Sunnyvale, CA, EUA). 
 
Para o ensaio de FPase (celulase total), foi utilizado como substrato papel 
Whatman número 1, em forma de tiras de 0,5 x 3 cm, com, aproximadamente 25 mg 
de massa. As tiras de papel foram incubadas com 75 µL de solução de enzima por 1 
hora, a 50ºC. Para a determinação de avicelase (exoglicanase), foi utilizado 50 µL 
de solução 1% de celulose microcristalina (avicel) em tampão acetato de sódio 50 
mM, pH 5 e 50 µL de solução de enzima por 2 horas, sob agitação, a 50ºC. Os 







As atividades enzimáticas foram expressas em UI/mL, sendo definida como a 
quantidade de açúcares redutores liberados na unidade de tempo por mililitro de 
enzima (μmol de açúcar redutor/min/m ).  
 
Para determinar a quantidade de açúcar redutor liberado durante os ensaios 
enzimáticos foram construídas curvas de calibração com ácido D-galacturônico, D-
xilose, D-glicose e D-manose. Estas foram realizadas com uma solução estoque de 
2 mg/mL de cada monossacarídeo variando a concentração do açúcar redutor entre 
0,2 – 1,2 mg/mL com água destilada, totalizando sempre o volume final de 15 L. Do 
gráfico foi obtida a equação da reta que foi utilizada para quantificar o total de açúcar 
redutor após a leitura. 
 
3.7. Proteína Total  
 
A concentração de proteínas totais foi determinada pelo método de Bradford 
(BRADFORD, 1976) utilizando o Kit Protein Assay (Bio-Rad Laboratories, EUA). 
Uma solução de BSA (albumina sérica bovina) (0,1 mg/mL) foi usada para 
construção da curva padrão, de acordo com instruções do fabricante. 
 
3.8. Curva de produção enzimática 
 
A produção de pectinases pelo fungo A. oryzae quando crescido em casca de 
maracujá-amarelo como fonte de carbono foi mensurada a cada 24h durante um 
período de 20 dias. O cultivo foi realizado em triplicata como descrito no item 3.5 do 
presente capítulo. Alíquotas de 1 mL foram retiradas diariamente e a atividade de 
pectinases e proteína total foram determinadas conforme item 3.6 e 3.7 do presente 
capítulo, respectivamente.  
 
3.9. Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 
 
Os experimentos de microscopia eletrônica de varredura foram realizados no 





Instituto de Ciências Biológicas da Universidade de Brasília sob a supervisão da 
Professora Dr. Sônia Báo.  
 
A colonização da casca do maracujá-amarelo pelo fungo A. oryzae após 10 
dias de cultivo foi analisada mediante imagens obtidas através de MEV. A massa 
micelial, após filtração ao vácuo em funil de Büchner com papel de filtro comum, foi 
submersa por cinco horas na solução fixadora Karnovsky (0,1 M; pH 7,2) 
(KARNOVSKY, 1965) (Anexo 3) e, posteriormente, lavada três vezes com o tampão 
cacodilato de sódio (0,05 M pH 7,4). Posteriormente, o material foi pós-fixado com 
tetróxido de ósmio (1%) durante 1 hora, lavado com água destilada e desidratado 
gradualmente utilizando acetona em diferentes concentrações (30%, 50%, 70%, 
90% e 100% v/v) por 15 minutos cada uma. Posteriormente, o material foi submetido 
ao procedimento de secagem ao ponto crítico com CO2 no equipamento Balzers 
módelo CPD 030 (Balzers Union AG, Liechtenstein, Alemanha), fixado no porta 
espécime (stubs) com fita de carbono dupla fase e revestido em câmara de vácuo 
com vapores de ouro no equipamento Balzers modelo SCD 050 (Balzers Union AG, 
Liechtenstein, Alemanha) e submetido a análise no microscópio eletrônico de 




O extrato bruto, obtido após cultivo do fungo por 10 dias, foi concentrado dez 
vezes pelo processo de ultrafiltração utilizando uma membrana com retenção de 10 
kDa (suporte em Polyethersulfone) e 76 mm de diâmetro (Amicon Millipore Co., 
Bedford, MA, USA) pelo sistema Amicon Filtration System-Stirred Cells com pressão 
de 75 psi a 4°C. O material resultante da cromatografia de exclusão molecular foi 
concentrado três vezes com membrana de retenção de 30 kDa. 
 
3.11. Purificação parcial em cromatografia de exclusão molecular 
 
A purificação parcial foi realizada a 24°C. Alíquota da amostra concentrada 
pelo processo de ultrafiltração foi fracionada por cromatografia de filtração em gel 





sódio (50 mM pH 7) e NaCl (0,15 M). Frações de 3 mL foram eluídas com fluxo de 
20 mL/h. O perfil de proteína total foi determinado pela leitura das frações no 
comprimento de onda de 280 nm no SpectraMax M2e (Molecular Devices Co., 
Sunnyvale, CA, EUA). A atividade de pectinase foi determinada conforme descrito 
no item 3.6 do presente capítulo. Frações correspondentes à pectinase foram 
coletadas e concentradas pelo sistema de ultrafiltração conforme descrito no item 
3.10 com uma membrana de retenção de 30 kDa. O concentrado foi armazenado a 
4°C para uma posterior cromatografia de troca iônica. 
 
3.12. Cromatografia de troca iônica 
 
A cromatografia de troca iônica foi realizada a 19°C. Um volume de 5 mL da 
amostra previamente concentrada foi aplicado em uma coluna de 5 mL de troca 
iônica HiTrapTM Q Fast Flow (HiTrap Q FF - GE Healthcare), previamente equilibrada 
com tampão fosfato de sódio (10 mM pH 7,0) no Sistema Äkta purifier (GE 
Healthcare). A amostra de 5 mL foi eluída com o mesmo tampão citado 
anteriormente sob um fluxo fixo de 60 mL/h e após 15 mL de eluição foi aplicado o 
gradiente linear de NaCl (0 – 1,0 M). Frações de 1 mL foram coletadas e analisadas 
quanto à presença de proteínas no comprimento de onda a 280 nm. O grau de 
pureza das amostras foi analisado por eletroforese sob condições desnaturantes 
(SDS-PAGE).  
 
3.13. Caracterização enzimática 
 
Para determinar o efeito do pH na atividade de pectinase, as amostras de 
extrato bruto, concentrado e a enzima parcialmente purificada (PEC-P1) foram 
avaliadas na presença de tampões de diferentes valores de pH no intervalo de 3,0 - 
9,0. Os tampões avaliados foram acetato de sódio 50 mM (pH 3,0 – 6,0), fosfato de 
sódio 50 mM (pH 6,0 - 7,5) e tris-HCl (pH 7,5 - 9,0). Todos os tampões, 
independentemente do pH, foram ajustados para a mesma força iônica com NaCl. A 
determinação do efeito do pH na atividade de pectinase foi feita em microensaio 
através do método do ácido 3,5-dinitro-salicílico (DNS) conforme previamente 






Para avaliar o efeito da temperatura na atividade de pectinase foram 
realizados ensaios enzimáticos como descrito no item 3.6 do presente capítulo 
alterando a temperatura de incubação de 40°C até 70°C. Todos os ensaios foram 
feitos em quintuplicata e os desvios padrões foram menores que 10% da média. 
 
3.14. Eletroforese em gel de poliacrilamida desnaturante 
 
O grau de pureza das amostras enzimáticas (extrato bruto, concentrado e 
PEC-P1) foi analisado por eletroforese em gel de poliacrilamida sob condições 
desnaturantes, conforme descrito por Laemmli (1970). Eletroforese descontínua em 
gel de poliacrilamida a 12% (v/v) foi realizada utilizando sistema Mini-Protean Tetra 
Cell (Bio-Rad Laboratories, Hercules, CA, EUA) para mini-gel (60 x 80 x 0,75 mm) 
contendo SDS 0,1% (p/v). O gel concentrador foi preparado a 5,0% (v/v) contendo 
SDS 0,1% (p/v). As amostras foram previamente submetidas à precipitação por 
solução de ácido tricloroacético (TCA) 10% (p/v) em água e incubadas por 1 h a 4°C. 
Em seguida, as amostras foram submetidas à centrifugação a 18.600 x g por 15 
minutos a 4°C. Posteriormente, as amostras foram lavadas por duas vezes com 1,0 
mL/tubo de acetona P.A. refrigerada e centrifugadas nas mesmas condições 
anteriores. As amostras foram incubadas à temperatura ambiente por 5 minutos, 
para secagem. Após este período, as amostras foram ressuspensas em 20 µL de 
água milli-Q, e, a este volume, foram adicionados 10 µL de tampão de amostra [tris-
HCl 312 mM, pH 7; SDS 2,0% (p/v); azul de bromo fenol 0,05% (p/v); glicerol 20% 
(v/v) e -mercaptoetanol 5,0% (v/v)]. A mistura foi aquecida por três minutos a 98°C. 
A eletroforese foi realizada em tampão [tris-HCl 25 mM, glicina 200 mM e SDS 
0,075% (p/v), pH 8,3 após diluição], à temperatura ambiente, submetida a 25 mA por 
40 minutos. O marcador de massa molecular Low Molecular Weight (LMW) (GE 
Healthcare) contendo as proteínas fosforilase b (97,0 kDa), soroalbumina bovina 
(66,0 kDa), ovoalbumina (45,0 kDa), anidrase carbônica (30,0 kDa), inibidor de 
tripsina (20,1 kDa) e α-lactalbumina (14,4 kDa) foi utilizado como referência de 
migração para determinação das massas moleculares aparentes. Uma concentração 







3.15. Coloração de proteínas por nitrato de prata 
 
Após a separação das amostras em SDS-PAGE, as bandas protéicas foram 
reveladas utilizando o método descrito por Blum e colaboradores (1987). O gel foi 
incubado sob agitação em solução fixadora [metanol 40% (v/v), ácido acético 7% 
(v/v)] por 1 hora, a qual foi reservada para a etapa final de coloração. Em seguida, o 
gel foi lavado por três vezes em solução etanol a 50% (v/v) durante 20 minutos cada, 
sob agitação. Após as lavagens, o gel foi incubado por 1 minuto em solução de 
tiossulfato de sódio 0,02% (p/v), lavado três vezes com água destilada durante 10 
segundos cada e incubado em solução de coloração [nitrato de prata 0,2% (p/v), 
formaldeído 0,03% (v/v) para 50 mL de água destilada] por 15 minutos sob agitação. 
Novamente, o gel foi lavado três vezes com água destilada, durante 10 segundos 
cada e submetido à solução reveladora [carbonato de sódio 6,0% (p/v), tiossulfato 
de sódio 0,004% (v/v), formaldeído 0,02% (v/v) para 50 mL de água destilada]. A 
reação foi interrompida com solução fixadora após o surgimento das bandas. O gel 
foi armazenado em solução ácido acético 0,5% (v/v), para ser foto-documentado, 
posteriormente, em scanner comercial Hewlett Packard Scanjet modelo G2410 
(Hewlett-Packard Co.; Palo Alto CA, USA). 
 
3.16. Zimograma  
 
As amostras enzimáticas de extrato bruto, concentrado e PEC-P1 foram 
submetidas à técnica de zimograma através da eletroforese em gel de poliacrilamida 
em condições desnaturantes a 12% (v/v), como descrito no item 3.14 do presente 
capítulo, co-polimerizado com solução pectina de frutas cítricas 0,1% (v/v) como 
descrito por Cruickshank e Wade (1980). O preparo das amostras também foi 
realizado como descrito no item 3.14 do presente capítulo. O marcador de massas 
moleculares utilizado como referência de migração para determinação das massas 
moleculares aparentes foi o Low Molecular Weight (LMW), conforme já mencionado 
item 3.14. Após a eletroforese, o gel foi incubado duas vezes em solução Triton® X-
100 2,5% (v/v) por 30 minutos cada a 28°C sob agitação. Em seguida, o gel foi 
incubado em tampão fosfato de sódio 50 mM, pH 7,0 por 90 minutos a 50°C sob 





Posteriormente, o gel foi lavado com água destilada e imerso em solução vermelho 
de rutênio 0,02% (p/v) por 30 minutos a 50°C sob agitação. Por fim, o gel foi 
descorado com água destilada até o aparecimento das bandas translúcidas. O gel 
foi foto-documentadas em scanner comercial. Uma concentração de 10 ug/mL de 




O estudo da termoestabilidade das atividades pectinolíticas das amostras do 
extrato bruto e concentrado foi determinada a 50ºC através da incubação por um 
período máximo de 32 horas. Para PEC-P1, a termoestabilidade foi determinada a 
55°C e 70°C e 60 minutos de incubação. A atividade enzimática residual foi 
determinada pelo método DNS (MILLER, 1959) como descrito no item 3.6 do 
presente capítulo.  
 
3.18. Efeito de íons metálicos 
 
Para avaliar o efeito dos íons metálicos e EDTA na atividade enzimática, a 
PEC-P1 foi incubada com Ag+, K+, Na+, Co2+, Ca2+, Cu2+, Fe2+, Hg2+, Mg2+, Mn2+, 
Zn2+, Al3+,Fe3+) e EDTA, separadamente, em concentrações finais de 1 mM e 10 mM 
por 20 minutos a 28°C, e a atividade residual de pectinase foi quantificada conforme 
descrito no item 3.6 do presente capítulo. Os desvios-padrão foram calculados como 
percentuais da média para o ensaio correspondente. A atividade foi expressa como 
atividade relativa, sendo que o valor de 100% de atividade correspondeu à atividade 
realizada na ausência de íons metálicos. 
 
3.19. Efeito de compostos fenólicos 
 
O efeito de compostos fenólicos na atividade da PEC-P1 foi avaliado pela pré-
incubação a 28°  da amostra enzimática com vanilina, ácido ferúlico, ρ-coumárico, 
cinâmico, 4-hidroxibenzóico e tânico, na concentração de 1 mg/mL, dissolvidos em 
água (vanilina e ácido ferúlico) ou etanol (ácidos cinâmico, 4-hidroxi-benzóico, ρ-





com os compostos fenólicos. A atividade enzimática foi determinada conforme 
descrito no item 3.6 do presente capítulo. Os controles foram feitos com a pré-
incubação das enzimas com água ou etanol e submetidos às mesmas condições de 
ensaio. Os desvios-padrão foram calculados como percentuais da média para o 
ensaio correspondente. A atividade foi expressa como atividade relativa, sendo que 
o valor de 100% de atividade correspondeu à atividade realizada na ausência de 




Para avaliar uma possível aplicação industrial do concentrado e da PEC-P1, 
foi determinado o efeito da ação enzimática na viscosidade da polpa de goiaba-
vermelha (Psidium guajava L) conforme protocolo modificado de Surajbhan e 
colaboradores (2012). A viscosidade foi determinada utilizando um viscosímetro 
rotacional digital da marca Brookfield, modelo DV-E (Brookfield Engineering, 
Stoughton, MA, USA) equipado com cilindros de diâmetros diferentes (spindles), em 
que o cilindro adequado é utilizado conforme a viscosidade do fluido. Para o suco de 
goiaba foi utilizado um cilindro número 3 (referencia RV-3) a 60 rpm.  
 
A polpa foi produzida no laboratório utilizando um liquidificador caseiro 
simples em uma proporção de 1:1 (p/v) com água destilada e, posteriormente, 
peneirada e incubada em frascos do tipo erlenmeyer de 250 mL contendo 100 mL de 
polpa a 40°C, 180 rpm por 60 minutos. As concentrações do concentrado e da PEC-
P1 foram 0,2% e 0,5% (v/v). Após o período de incubação, procedeu-se à inativação 
enzimática, aquecendo o material a 97°C por cinco minutos. O resfriamento foi feito 
por imersão em água até atingir 28°C para, posteriormente, realizar as leituras da 
viscosidade. Os experimentos foram feitos em triplicata, utilizando-se para cada 
repetição, uma nova amostra. O controle foi feito com a substituição da enzima pelo 
tampão fosfato de sódio, 10 mM pH 7,0 nas mesmas condições de ensaio. 
 
3.21. Análises estatísticas  
 
Os dados foram submetidos à ANOVA One way e post-hoc teste Tukey de 





estatísticas foram feitas no software Past (PAleontological STatistics) Versão 2.15 
(HAMMER et al., 2001). 
 
 
4. Resultados e discussão  
 
4.1. Produção de pectinases  
 
O cultivo do fungo A. oryzae em meio líquido suplementado com as cascas de 
maracujá-amarelo (Passiflora edulis sims), limão-taiti (citrus latifolia) e laranja ‘pêra’ 
(Citrus sinensis L. Osbeck), além do pó-de-filtro (resíduo do tratamento do algodão), 
separadamente, como fonte de carbono por 6 dias mostrou que a casca de 
maracujá-amarelo foi a fonte de carbono que proporcionou a maior atividade 
pectinolítica (242,80 UI/mL) e especifica (1,279 UI/mg), quando comparado com os 









Figura 15. Determinação da atividade pectinolítica e dosagem de proteínas totais (BRADFORD, 
1976) do cultivo em meio liquido do fungo A. oryzae crescido em quatro fontes de carbono (maracujá-








Maller (2008) avaliou a produção de enzimas pectinolíticas do fungo A. niveus 
quando cultivado em diferentes fontes de carbono destacando a casca de maracujá 
como um dos melhores substratos para a produção destas enzimas. Este trabalho 
se apresenta como o primeiro registro da produção de pectinases pelo fungo A. 
oryzae crescido em casca de maracujá-amarelo como fonte de carbono em meio 
liquido. 
 
A análise bromatológica determinou que a casca de maracujá-amarelo 
apresenta boa porcentagem de hemicelulose (38,7%), seguido de lignina (30,2%) e 
de celulose (25,9%) (Tabela 5). Um baixo nível de extraíveis (5,2%), compostos 
orgânicos de baixo peso molecular, tais como ácidos grassos, ceras e terpenos, 
também foi detectado. Portanto, esses valores justificam o estudo da utilização das 
cascas de maracujá-amarelo para a indução de pectinases, celulases e xilanases 
por fungos filamentosos.  
 










Casca de Maracujá - Sem 
Pré-tratamento 
5,2 ± 0,3 38,7 ± 3,5 30,2 ± 1,5 25,9 ± 1,7 
 
 
Após a seleção da fonte de carbono, foi realizado um perfil cinético de 
indução utilizando a casca de maracujá-amarelo como fonte de carbono por 20 dias, 
avaliando diariamente a produção de pectinases e de proteínas totais. O perfil de 
indução de pectinases demonstrou que o décimo dia foi o tempo ideal para a 
indução de pectinases nesta fonte de carbono (Figura 16). O fato das pectinases 
serem produzidas tardiamente deve-se que a produção e liberação das enzimas ao 
meio esta sujeita a mecanismos de regulação e síntese, visto que o processo de 
indução dessas enzimas está sujeito a modificações na estrutura do substrato que 
ocorrem durante o crescimento do fungo (FERRAZ, 2010; GALVAGNO; 











Figura 16. Perfil cinético de produção de pectinases pelo fungo A. oryzae crescido em casca de 
maracujá como fonte de carbono por 20 dias.  
 
 
Imagens obtidas por MEV (Figura 17) mostram a colonização do substrato 
pelas hifas, apresentando um crescimento heterogêneo. A biodegradação dos 
materiais lignocelulósicos, como a casca de maracujá, por fungos é atribuída à ação 
de uma serie de enzimas tais como pectinase e compostos extracelulares de baixa 
massa molecular tais como álcool veratrílico, lignina-peroxidases, ácido oxálico e 
lacases (ARANTES; MILAGRES, 2009; AGUIAR; FERRAZ, 2011). Do ponto de vista 
microscópico, observa-se que a ação dos fungos lignocelulíticos ocorre por meio da 
penetração das hifas no lúmem das células vegetais. As hifas, aí instaladas 
produzem uma grande diversidade de metabólitos extracelulares que, então, atuam 
degradando a parede celular vegetal (FERRAZ, 2010). O cultivo em substratos 
lignocelulósicos possibilita fornecer elementos à nutrição fúngica, semelhante ao que 































Figura 17: Micrografias por MEV da casca de maracujá-amarelo colonizada pelo fungo A. oryzae 
após 10 dias de cultivo (A. Aumento 200x; B e C Aumento 450x). 
 
 
4.2. Caraterização do extrato bruto 
 
A Tabela 6 apresenta os dados das atividades de holocelulases detectadas 
no extrato bruto proveniente do cultivo do fungo A. oryzae em casca de maracujá. 
Estes dados são semelhantes aos encontrados na literatura. Duarte e colaboradores 
(2012), após o cultivo do A. oryzae em resíduos do beneficiamento do algodão, 
detectaram atividades de xilanase e mananase inferiores às detectadas neste 
trabalho. Já os resultados da atividade pectinolítica, CMCase, FPase e Avicelase 
foram semelhantes. Siqueira e colaboradores (2010) após o cultivou do fungo A. 
oryzae no mesmo substrato utilizado por Duarte e colaboradores (2012) detectou 








pectinolítica e avicelase foram semelhantes e mananase, CMCase e FPase foram 
inferiores. Quando cultivado o mesmo isolado em engaço de bananeira, as 
atividades xilanolítica e pectinolítica foram superiores. Dados da atividade de 
mananase, CMCase, FPase e avicelase foram inferiores.  
 
Tabela 6. Holocelulases presentes no extrato bruto de A. oryzae crescido em casca de maracujá-















Os resíduos agroindustriais representam uma importante fonte alternativa 
para o crescimento microbiano e produção de enzimas. A hidrólise enzimática da 
holocelulose presente nesses resíduos requer um arsenal de enzimas, incluindo 
celulases, hemicelulases e pectinases (SIQUEIRA et al., 2010).  
 
O Brasil é o principal produtor mundial de maracujá e sua utilização industrial 
ou doméstica, gera, inevitavelmente, grandes quantidades de resíduos. A casca 
constitui cerca de metade da massa do fruto, de 50 a 55 g por 100 g. Este descarte 
gera um grande impacto ambiental e a procura por soluções torna-se um alvo 
importante para a biotecnologia (SEIXAS et al., 2014). 
 
Os fungos do gênero Aspergillus têm várias características que os tornam os 
organismos ideais para aplicações industriais, tais como boa capacidade de 
fermentação e altos níveis de secreção de proteínas em particular uma ampla gama 
de enzimas para a degradação dos polissacarídeos da parede celular da planta as 






Extrato Bruto   
Pectinase 0,224 ± 0,05 1,311 
Xilanase 0,710 ± 0,01 3,817 
Mananase 0,423 ± 0,02 2,274 
CMCase 0,188 ± 0,03 1,010 
FPase 0,157 ± 0,08 0,844 





O efeito da temperatura e do pH sobre pectinases presentes no extrato bruto 
está demonstrado nas Figuras 18A e 18B, respectivamente. A pectinase apresentou 
maior atividade no intervalo de pH 6,0 - 7,5 (tampão fosfato de sódio 50 mM), sendo 
mais ativa em pH 7,0 e 40°C. A menor atividade de pectinase foi verificada no 
intervalo de pH 7,5 - 9,0. Nesse caso em tampão Tris HCl 50 mM, resultado 
semelhante ao pH final do meio de cultivo, o qual não apresentou variação ao 
decimo dia de cultivo. O pH final do meio de cultura depende da espécie do fungo e 



































O sistema pectinolítico de A. oryzae foi fracionado por ultrafiltração usando 
membrana de corte de 10 kDa. A presença de atividade pectinolítica no ultrafiltrado 
se deve, provavelmente, à habilidade de algumas poligalacturonases de mudarem 
sua conformação e permitir sua passagem pela membrana de ultrafiltração (LEI et 
al., 2007). O perfil de holocelulases de cada uma das frações é apresentada na 
Tabela 7. A atividade de pectinase teve um aumento de 315,17% no concentrado.  
 
Tabela 7. Perfil enzimático do extrato bruto e das frações, ultrafiltrado e concentrado, usando 






























Extrato Bruto   
Pectinase 0,248 ± 0,03 0,568 
Xilanase 0,710 ± 0,01 1,628 
Mananase 0,433 ± 0,02 0,993 
CMCase 0,298 ± 0,01 0,683 
FPase 0,462 ± 0,07 1,059 
Avicelase 0,062 ± 0,03 0,142 
Concentrado   
Pectinase 0,930 ± 0,03 0,322 
Xilanase 0,543 ± 0,02 0,189 
Mananase 0,442 ± 0,02 0,154 
CMCase 0,922 ± 0,02 0,324 
FPase 0,539 ± 0,05 0,188 
Avicelase 0,069 ± 0,03 0,024 
Ultrafiltrado   
Pectinase 0,106 ± 0,01 0,592 
Xilanase 0,181 ± 0,02 0,937 
Mananase 0,117 ± 0,02 0,606 
CMCase 0,111 ± 0,02 0,575 
FPase 0,005 ± 0,01 0,026 





A escolha da fração concentrada se deu em função da alta atividade 
especifica quando comparados com as outras enzimas presentes tais como 
xilanases, mananases, CMCases e avicelases. O efeito da temperatura e do pH 
sobre pectinases presentes no concentrado esta demonstrado, respectivamente, nas 
Figuras 19A e 19B. A atividade pectinolítica no concentrado foi mais significativa a 
50°C e no pH 7,0 (tampão fosfato de sódio – 50 mM). As pectinases alcalinas estão 
entre as enzimas industriais mais importantes e de grande importância na área 
biotecnológica com várias aplicações no processamento têxtil, no tratamento de 
águas residuais pécticas, na fabricação de papel, fermentações café e chá, na 
extração de óleo e na purificação de vírus de plantas (KASHYAP et al., 2001; 
HOONDAL et al., 2002). A produção de pectinases por fungos filamentosos torna se 
mais barata quando cultivados em resíduos agroindustriais, tais como a casca de 
maracujá, e ao mesmo tempo contribui se na eliminação dos resíduos gerados na 




























As amostras de extrato bruto e concentrado foram submetidas a ensaios de 
termoestabilidade (Figura 20) nos quais foi dosada a atividade residual de pectinase 
após um período de incubação a 50ºC. Nesta temperatura, a atividade enzimática do 
extrato bruto foi reduzida em 93,66% após 8 horas de incubação. O concentrado 
teve uma diminuição de 47,18% e 83,17% da atividade enzimática após 8 e 24 horas 
de incubação, respectivamente. 
 
Guo e colaboradores (2002) purificaram e caracterizaram parcialmente uma 
endo-poligalacturonase produzida pelo fungo A. niger a qual era estável em 
temperaturas abaixo de 35°C, mas era rapidamente inativada quando incubada a 
40° e 50°C com perdas de 45% e 74% da atividade enzimática, respectivamente 
após 30 minutos de incubação e foi quase inativada a 60°C durante 5 minutos. Uma 
pectina metilesterase produzida pelo fungo Fusarium asiaticum apresentou atividade 
enzimática constante quando incubada a 25°C e 95°C durante 5 e 10 minutos 
(GLINKA; LIAO, 2011).  
 
Figura 20. Termoestabilidade da pectinase do extrato bruto e concentrado a 50°C.  
 
 
As estabilidades térmica em determinadas temperaturas e pH são 
considerados os parâmetros mais importantes a serem avaliados para a aplicação 





microbianas é importante na comercialização da produção industrial e na aplicação 
destas enzimas em vários processos industriais (GUMMADI; PANDA, 2003). 
 
4.4. Cromatografia de filtração em gel (Sephacryl S-200) 
 
O perfil cromatográfico do concentrado em resina de Sephacryl S-200 
mostrou somente um pico de atividade de pectinase (Figura 21).  
 
 
Figura 21. Perfil cromatográfico do concentrado em Sephacryl S-200 
 
 
Na cromatografia de filtração em gel, a atividade enzimática foi eluída a partir 
da fração 71, com uma atividade de 0,314 UI/mL, que corresponde a 213 mL de 
corrida até a fração 76, com uma atividade de 0,236 UI/mL que corresponde a 228 
mL de corrida. Todas as frações foram reunidas e concentradas por ultrafiltração 
com membrana de retenção de 30 kDa e armazenadas a 4°C para a posterior 
cromatografia de troca iônica. A atividade pectinolítica da fração concentrada 
(CONC2) após ultrafiltração foi de 0,217 UI/mL com uma concentração de proteína 
de 0,509 mg/mL. No ultrafiltrado não se detectou atividade pectinolítica.  
 
O aumento da absorbância entre as frações 83 e 117 pode ser devido à 





apresentam bandas de absorção entre 240 nm e 285 nm (MERKEN; BEECHER, 
2000).  
 
4.5. Cromatografia de troca iônica (HiTrap Q FF) 
 
O CONC2 foi parcialmente purificado em resina de troca aniônica do tipo 
HiTrap Q FF no sistema Äkta purifier (Figura 22). 
 
Na cromatografia de troca aniônica, a amostra CONC2 foi eluída formando 
dois picos definidos. O primeiro começou na fração 8, com uma atividade enzimática 
de 0,111 UI/mL, eluído com 17,54 mL de tampão fosfato de sódio 10 mM e 0,75% de 
NaCl 1M, e terminou na fração 9, com uma atividade enzimática de 0,114 UI/mL, 
com 22,18 mL e 10,02% de NaCl 1M. O segundo pico começou na fração 33, com 
uma atividade de 0,114 UI/mL, eluído com 45,64 mL de corrida e 56,71% de NaCl 
1M, atingindo o pico máximo com uma atividade de 0,155 UI/mL na fração 35 com 
44,64 mL de tampão e 60,71% de NaCl 1M. Para efeito didático, o primeiro pico foi 
chamado de PEC-P0 e o segundo pico PEC-P1 (Figura 22).   
 
 
Figura 22. Perfil cromatográfico do concentrado (CONC2) em resina de troca iônica do tipo HiTrap Q 
FF em pH 7,0 com um fluxo fixo de 60 mL/h. 
 
 
Pelo perfil cromatográfico, pode-se visualizar que a amostra inicial, CONC2, 





quais são determinadas pelo número e pela localização das cargas na molécula e do 
grupo funcional (KHAN, 2012). Uma delas (PEC-P0), com fraca ligação à resina, 
com uma baixa concentração de NaCl para neutralizar a sua interação com a resina 
e a PEC-P1, a qual teve uma ligação mais forte com a resina, sendo necessário uma 
concentração maior de NaCl.   
 
A Figura 23 ilustra de forma simplificada as etapas da purificação parcial de 
pectinase (PEC-P1) do fungo A. oryzae crescido em casca de maracujá-amarelo 
como fonte de carbono. Dados na literatura apresentam diversas maneiras de 
purificar pectinases a partir de fungos filamentosos. Algumas das metodologias 
envolvem várias etapas de cromatografias de filtração em gel e de troca iônica 
(CELESTINO et al., 2006; PEDROLLI; CARMONA, 2010; GLINKA; LIAO, 2011; 
SIDDIQUI et al., 2012) e outras simplesmente purificam, com bons rendimentos, só 
com uma etapa cromatográfica (THAKUR et al., 2010).  
 
Pectinases fúngicas têm sido purificadas com aparente homogeneidade com 
diferentes rendimentos de purificação (GUMMADI; PANDA, 2003; CELESTINO et 
al., 2006). Pedrolli e Carmona (2010) purificaram uma exopoligalacturonase do A. 
giganteus com uma etapa simples de cromatografia de troca aniônica – Sephadex 
DEAE A-50 com um rendimento de 86,4% da atividade pectinolítica inicial. Uma exo-
poligalacturonase proveniente do cultivo de Paecilomyces variotii em meio liquido 
Czapeck com 1% de pectina cítrica como fonte de carbono, foi purificada com 47,2% 
de rendimento utilizando uma coluna DEAE-Fractogel (DAMÁSIO et al., 2010). Uma 
poligalacturonase produzida pelo fungo Mucor circinelloides foi purificada em uma 
coluna de filtração em gel, Sephacryl S-100 com 3,4% de rendimento (THAKUR et 

































Figura 23. Fluxograma das etapas de purificação parcial da PEC-P1. 
 
 
4.6. Eletroforese – SDS-PAGE e Zimograma 
 
Os perfis protéicos da fração PEC-P1, extrato bruto e do concentrado foram 
determinados por eletroforese sob condições desnaturantes (SDS-PAGE 12%) e 
atividade de pectinase através do zimograma com uma previa precipitação com TCA 
10% (p/v). A multiplicidade de proteínas das amostras foi evidenciada com várias 










Figura 24. Gel de eletroforese em condições desnaturantes (SDS-PAGE 12%) (A.) e zimograma (B.) 
1. Extrato bruto; 2. Concentrado; 3. PEC-P1.  
 
 
O zimograma das amostras apresentou duas bandas de atividade de 
pectinase com massas moleculares aparentes de 43 e 45 kDa. As massas 
moleculares observadas são condizentes com as relatadas na literatura de 
diferentes pectinases isoladas e purificadas de fungos e bactérias. A diversidade de 
massas moleculares de pectinases purificadas variam de 35 até 115 kDa (KHANH et 
al., 1991; KOBAYASHI et al., 2001; ANGAYARKANNI et al., 2002; D’HA  EWIN et 
al., 2004; KLUG-SANTNER et al., 2006; SINITSYNA et al., 2007; JACOB et al., 
2008; DAMÁSIO et al., 2010; SIDDIQUI et al., 2012). 
 
4.7. Caraterização da pectinase parcialmente purificada 
 
Para uma possível aplicação industrial desta enzima é necessária a avaliação 
das propriedades bioquímicas e a especificidade pelo substrato. A especificidade da 
enzima PEC-P1 foi avaliada por meio de ensaio de hidrólise de diversos substratos 















Pectinase 0,105 ± 0,005 6,57 
Xilanase 0,000 0,00 
Mananase 0,289 ± 0,008 18,07 
CMC 0,132 ± 0,017 8,25 
 
 
Com relação à temperatura, foram observados dois picos de atividade de 
pectinase, sendo um a 55°C e outro entre 70° e 75°C (Figura 25A) e no pH, foi 
observada maior atividade na faixa ácida (tampão acetato de sódio – 50 mM), tendo 
maior efeito em pH 4,5 (Figura 25B). A presença de dois picos de atividade de 
pectinase na Figura 25A é um dado que pode ser corroborado com o resultado 
obtido no zimograma (Figura 24), onde fica clara a presença de duas pectinases de 
diferentes massas moleculares, sugerindo que cada banda apresente uma maior 










































Figura 25. Efeito da temperatura (A) e do pH (B) na atividade pectinolítica da PEC-P1. 
 
 
Outros estudos envolvendo caracterização de pectinases ácidas de 
Aspergillus são condizentes com a temperatura e o pH da PEC-P1 do A. oryzae. 
Nesse gênero, as pectinases são mais ativas em pH 3,5 a 6,5 e no intervalo de 
temperatura 30°C e 60°C (CHRISTGAU et al., 1996; ANGAYARKANNI et al., 2002; 
MALVESSI et al., 2004; AROTUPIN et al., 2008).  
 
A enzima parcialmente purificada foi submetida a ensaios de 
termoestabilidade (Figura 26) nos quais foi dosada a atividade residual de pectinase 
após um período de incubação a 55ºC e 70°C. Após 30 minutos de incubação, a 








respectivamente. Aos 60 minutos de incubação a 70°C a atividade pectinolítica da 
PEC-P1 foi reduzida em 80,71%. 
 
 
Figura 26. Termoestabilidade da PEC-P1.  
 
 
De forma geral, o extrato bruto e o concentrado mostraram-se mais estáveis 
ao longo do tempo nas temperaturas de maior atividade enzimática do que a enzima 
parcialmente purificada. Isto pode ser devido à presença de moléculas com atividade 
estabilizadora da atividade enzimática presente nos extratos brutos e no 
concentrado que foram removidas durante os processos de purificação. 
 
A função de ativação ou inibição de compostos químicos ou íons constitui 
uma ferramenta de grande utilidade na caracterização da estrutura e as possíveis 
interações que ocorrem no sítio ativo e o mecanismo de ação de enzimas 
pectinolíticas. Desta forma, o efeito de íons metálicos e do EDTA na atividade de 


























1mM (UI/mL) 10mM (UI/mL) 
Controle 0,104 ± 0,023 100,00 0,106 ± 0,026 100,00 
MgSO4 0,108 ± 0,006 103,84 0,097 ± 0,012 91,50 
AgNO3 0,000 ± 0,010* 0,00 0,000 ± 0,006* 0,00 
FeSO4 0,118 ± 0,009 113,46 0,000 ± 0,026* 0,00 
CaCl2 0,100 ± 0,010 96,15 0,070 ± 0,010 66,03 
FeCl3 0,084 ± 0,018 80,76 0,000 ± 0,005* 0,00 
CuSO4 0,152 ± 0,084 146,15 0,151 ± 0,006* 142,45 
EDTA 0,101 ± 0,009 97,11 0,000 ± 0,002* 0,00 
CoCl2 0,105 ± 0,017 100,96 0,000 ± 0,045* 0,00 
MgCl2 0,079 ± 0,016 75,96 0,115 ± 0,003 108,49 
ZnCl2 0,108 ± 0,029 103,84 0,078 ± 0,100 73,58 
KCl 0,108 ± 0,005 103,84 0,122 ± 0,011 115,09 
NaCl 0,093 ± 0,038 89,42 0,127 ± 0,008 119,81 
ZnSO4 0,091 ± 0,002 87,50 0,111 ± 0,009 104,71 
CuCl2 0,111 ± 0,007 106,73 0,000 ± 0,015* 0,00 
MnCl2 0,095 ± 0,007 91,34 0,140 ± 0,030 132,07 
HgCl2 0,101 ± 0,006 97,11 0,073 ± 0,008* 68,86 
 
* Indica diferença estatística no teste ANOVA One way e post-hoc teste Tukey de comparação 
pareada, com nível de significância de 0,05%.  
 
 
A PEC-P1 foi completamente inativada quando incubada com Ag+ nas 
concentrações 1 mM e 10 mM e pelos íons Cu2+, Fe2+, Fe3+, Co2+ e EDTA na 
concentração 10 mM. O efeito inibitório de Cu2+, Fe2+ e Co2+ foram relatados para 
vários tipos de pectinases produzidas por fungos e bactérias, entre eles, 
Acrophialophora nainiana (CELESTINO et al., 2006), Pleurotus ostreatus (RASHAD 
et al., 2011), Bacillus sp. (KASHYAP et al., 2000; KOBAYASHI et al., 2001), Bacillus 






Os íons Ca2+ e Hg2+, na concentração de 10 mM, inibiram, respectivamente, 
em 33,96% e 31,14% a atividade enzimática.  
 
Por outro lado, o íon Cu2+, ativou a enzima em 46,15% e 42,45%, na 
concentração 1 mM e 10 mM, respectivamente. Esta ativação também foi observada 
com o íon Mn2+ o qual ativou a enzima em 32,07% na concentração 10 mM. Os íons 
Na+, Mg2+, Zn2+ tiveram pouco ou nenhum efeito na atividade pectinolítica.  
 
O pré-tratamento da biomassa gera compostos fenólicos solúveis que têm 
ação inibitória e dificultam tanto a hidrólise enzimática quanto a fermentação de 
açúcares. Segundo Ximenes e colaboradores (2011), a inibição se dá quando a 
ação do composto fenólico sobre a enzima ocorre imediatamente após o contato da 
enzima com o composto. A Tabela 10 apresenta o efeito dos compostos fenólicos 
testados na atividade enzimática da PEC-P1. 
 








Controle água 0,142 ± 0,010 100,00 
Controle etanol 0,091 ± 0,006 100,00 
Vanilina
a
 0,000 ± 0,000* 0,00 
Acido tânico
a
 0,000 ± 0,000* 0,00 
Ácido ferúlico
e
 0,176 ± 0,016* 193,40 
Ácido ρ- coumárico
e
 0,088 ± 0,005 96,70 
Ácido cinâmico
e
 0,149 ± 0,004* 163,73 
Ácido 4-Hidroxibenzóico
e
 0,166 ± 0,004* 182,41 
 
* Indica diferença estatística no teste ANOVA One way e post-hoc teste Tukey de comparação 
pareada, com nível de significância de 0,05%. 
a 
Diluído em água; 
e 
Diluído em etanol.  
 
 
O etanol por si só, teve influência negativa na atividade enzimática, inibindo 
35,91% da atividade inicial da enzima. A concentração usada dos compostos 






O teste de ANOVA One Way dos dados mostrou que os compostos fenólicos, 
ácido tânico e vanilina, apresentam ação inibitória estatisticamente significativa 
sobre a atividade enzimática. Já os ácidos 4-Hidroxibenzóico, cinâmico e ferúlico 
ativaram a enzima. O ácido p-coumárico não teve diferença estatística do controle. 
Dados na literatura reportam a inibição de enzimas pectinolíticas pela vanilina 
(MEHTA; MEHTA, 1989) e pelo ácido tânico (HATHWAY; SEAKINS, 1958). Os 
taninos são considerados potentes inibidores de enzimas devido, em parte, à 
formação de complexos substrato-tanino (TEJIRIAN et al., 2011). Na literatura, 
existem poucos relatos da ativação de pectinases por compostos fenólicos.  
 
4.8. Avaliação da viscosidade 
 
A diminuição da viscosidade é uma técnica amplamente utilizada para estimar 
a atividade de enzimas pectinolíticas (MAIORANO et al., 1976). O concentrado e a 
PEC-P1 foram avaliados quanto à capacidade de reduzir a viscosidade do suco de 
goiaba (Tabela 11). O pH inicial do suco de goiaba foi de 3,9.  
 







0,2% p/v   
Concentrado 1036,5 ± 5,29 1046,5 ± 15,55 
PEC-P1 426,17 ± 32,21 447,83 ± 3,55 
0,5% p/v   
Concentrado 1084,0 ± 23,50 1039,0 ± 10,00* 
PEC-P1 731,50 ± 16,89 772,17 ± 6,33* 
 
* Indica diferença estatística no teste ANOVA One way e post-hoc teste Tukey de comparação 
pareada, com nível de significância de 0,05%.  
 
 
Dos tratamentos avaliados, o concentrado, em uma concentração de 0,5% 
(v/v) reduziu em 4,15% a viscosidade do suco de goiaba. O tratamento com a PEC-
P1 em nenhuma das concentrações testadas teve efeito positivo na redução da 





na clarificação, na extração e na redução da viscosidade (PRETEL et al., 1997; 
RODRIGUEZ-NOGALES et al., 2008). No suco de goiaba, as pectinases são 
utilizadas para reduzir a turbidez (KASHYAP et al., 2001) e auxiliar na hidrólise  da 
pectina provocando uma redução da viscosidade da polpa e um aumento 
significativo no rendimento do suco (CHOPDA; BARRETT, 2001). Alzate e Vargas 
(2002) avaliaram o efeito da pectinase livre ou imobilizada na redução da 
viscosidade do suco de goiaba determinando que a enzima em estado livre reduziu 
em 92,34% a viscosidade do suco após 2 horas de incubação. 
 
Conforme Chopda e Barrett (2001), Kaur e colaboradores (2011) e Surajban 
(2012) a viscosidade do suco de goiaba diminui com o aumento da concentração de 
enzima. A degradação da pectina por enzimas leva à redução da capacidade de 
retenção de água e por tanto, a água livre é liberada ao suco promovendo a redução 
da viscosidade.  
 
O uso de complexos enzimáticos nos processos industriais permite uma 
atuação sinérgica, acelerando assim a hidrólise  dos substratos. Na produção de 
sucos, o efeito sinérgico da combinação de pectinases, celulases e hemicelulases é 
um processo crucial no tratamento enzimático da polpa para uma quase completa 
liquefação das frutas e dos vegetais (JAYANI et al., 2005). A alta concentração e a 
diversidade enzimática do concentrado produzido a partir do cultivo do A. oryzae em 
casca de maracujá-amarelo torna-o um candidato com potencial para aplicação na 





 O fungo A. oryzae mostrou-se eficiente na produção de diferentes tipos de 
holocelulases quando cultivado em casca de maracujá-amarelo como fonte 
de carbono. 
 
 A. oryzae produz vários tipos de pectinases quando cultivado em casca de 





 As pectinases parcialmente purificadas apresentam características de pH e 
temperatura apropriadas para uma futura aplicação industrial.  
 





 Quantificar a biomassa fúngica presente no cultivo pelo método do 
ergosterol. 
 
 Purificar e caracterizar as pectinases parcialmente purificadas.  
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USO DE PECTINASES PRODUZIDAS PELO FUNGO 
Aspergillus oryzae NO PROCESSO DE BIOPURGA 




Uma amostra concentrada de pectinase, isolada do extrato bruto proveniente 
do cultivo do fungo A. oryzae em casca de maracujá-amarelo como fonte de 
carbono, foi testada no processo de biopurga da indústria têxtil. As avaliações da 
intensidade colorística (K/S), da umectabilidade do tecido e as imagens por MEV 
mostraram que a pectinase de A. oryzae foi mais eficaz do que a enzima comercial 
Viscozyme® L e menos eficaz do que a purga alcalina e uma amostra comercial de 
pectatos lyase (Quimilase® HPS). A análise por microscopia eletrônica de varredura 
após tratamentos enzimáticos e alcalino mostrou que a amostra de pectinase de A. 
oryzae foi responsável por poucas alterações da fibra de algodão.  
 








A concentrated pectinase, isolated from crude extract samples of the 
mesophilic fungus Aspergillus oryzae grown on passion fruit peel as the carbon 
source, was tested in the process of biopurga of the textile industry. The evaluations 
of coloristic intensity evaluation (K/S), the wettability of the fabric and the SEM 
images showed that the pectinase from A. oryzae was more effective than the 
commercial enzyme Viscozyme® L and less effective than commercial alkaline 
pectate lyase preparation (Quimilase® HPS) and alkaline purge. The analysis of 
scanning electron microscopy studies after enzymatic and alkali treatments showed 
that the pectinase sample of A. oryzae was responsible for few changes in the 
surface of the cotton fibers. 
 





1. Introdução  
 
O algodão é a forma mais pura de celulose encontrada na natureza, sendo 
uma fibra de origem vegetal proveniente de espécies pertencentes ao gênero 
Gossypium (SHORE, 1995). Do ponto de vista estrutural, as fibras de algodão 
podem ser diferenciadas em: cutícula, parede primária, parede secundária e lúmen 
(Figura 27). Estas camadas são estruturalmente e quimicamente diferentes entre si, 
e contêm cerca de 10% em peso de substâncias não celulósicas, tais como lipídeos, 
ceras, substâncias pécticas, ácidos orgâniclos e proteínas. (LI; HARDIN, 1997, 1998; 













Figura 27. Estrutura de fibra de algodão. Adaptado de Agrawal (2005) 
 
 
As etapas anteriores ao tingimento das fibras tais como desengomagem, 
purga e alvejamento têm como objetivo prepará-las para o tingimento e acabamento, 
ou seja, são as etapas encarregadas de remover as impurezas tais como ceras e 
pectina, que afetam negativamente a capacidade de absorção do tecido 
(KARAPINAR; SARIISIK, 2004). Tais etapas levam a um aumento da 
umectabilidade, permitindo uma melhor acessibilidade do corante à fibra 
(ANDREAUS; CAVACO-PAULO, 2008). O processo de purga do algodão emulsiona 
as ceras e quebra a pectina em produtos solúveis e emulsionáveis que, 





este processo tem sido tradicionalmente realizado com soluções alcalinas a 
temperaturas elevadas, exigindo alta demanda energética e de água, gerando 
efluentes ecologicamente indesejáveis por causa da sua elevada alcalinidade e 
demandas bioquímica e química de oxigênio (NIAZ et al., 2011). 
 
Os processos têxteis que envolvem a aplicação de enzimas incluem a 
desengomagem (amilases, lipases), purga (pectinases, proteases, celulases), 
alvejamento (lacases, catalases), tingimento (catalases, fenol oxidases, peroxidases, 
azoredutases) e acabamentos (celulases, proteases e lacases) (ANDREAUS; 
CAVACO-PAULO, 2008).  
 
A biopurga, bioscouring ou purga enzimática, refere-se à remoção enzimática 
de pectinas e ceras da superfície das fibras celulósicas. A pectina contribui para a 
hidrofobicidade do algodão cru e, sua degradação e eliminação, permite a fácil 
remoção, com a ajuda de surfactantes e agitação mecânica, das ceras, permitindo 
que o algodão seja hidrofílico sem a deterioração da fibra (CUI et al., 2009). Em 
contraste com as drásticas condições alcalinas comumente usadas, o processo com 
pectinases é realizado em condições mais brandas, não afetando as cadeias de 
celulose e assim evitando danos às fibras, além de apresentar menor consumo de 
energia e de produtos auxiliares têxteis, redução da carga poluente e do volume de 
efluentes (MOROZOVA et al., 2006; KLUG-SANTNER et al., 2006; ABDEL-HALIM et 
al., 2008; MONTEIRO et al., 2009; VIGNESWARANB et al., 2011; NIAZ et al., 2011).  
 
Alguns dos problemas do uso das enzimas nos processos das indústrias têxtil 
são a compatibilidades delas com tensoativos iônicos, sensibilidade às mudanças de 






Comparar os efeitos do extrato bruto concentrado de A. oryzae (BLU-37) 





enzimas de origem comercial, com e sem produtos auxiliares, no processo de 
biopurga da indústria têxtil.  
 
 
3. Material e métodos 
 
Este trabalho foi realizado na Universidade Regional de Blumenau (FURB) – 
Blumenau, SC – no laboratório de análise têxtil do departamento de Química sob a 
orientação do Professor Dr. Jürgen Andreus.  
 
3.1. Concentrado, preparações comerciais e produtos auxiliares  
 
Para avaliar uma aplicação industrial do concentrado conforme item 3.5 e 
3.10 do capítulo 2, foi realizada um processo de biopurga comparando os resultados 
com amostras de duas enzimas comerciais: Viscozyme® L (cedida pela Novozymes 
S/A, Bagsvæd, Dinamarca) e a Quimilase® HPS (cedida pela Quimisa Brasil, 
Blumenau, SC).  
 
Viscozyme® L é uma preparação comercial multienzimática produzida pelo 
fungo A. aculeatus, composta de celulases, hemicelulases e pectinases, tais como 
pectato liase, com atividade em pH ácido para tratamentos de materiais vegetais e 
biopurga de algodão (NOVOZYME, 2010). A Quimilase® HPS é um agente 
enzimático indicado para processos de bio-preparação sobre fibras celulósicas. O 
Tergitol® 15-S-12 e o Sandoclean® PCJ, surfactantes não-iônicos, adquiridos da 
Sigma-Aldrich® (St. Louis, MO, USA) e da Clariant S.A (Muttenz, Suíça), 
respectivamente.  
 
A determinação da atividade pectinolítica, tanto do concentrado como das 











  Os ensaios de biopurga foram realizados utilizando tecido cru, 100% algodão, 
meia malha (Jersey), com gramatura 171 g m-2, densidade de 20-11 fios cm-1 na 
fileira e 14-15 laçadas cm-1 na coluna (fabricante Katêxtil – Pomerode, SC) com uma 
dimensão de 15 x 15 cm. Todos os tratamentos foram feitos na concentração de 
1UI/g (atividade pectinolítica/grama de tecido) em triplicata em canecos de aço de 
500 mL no equipamento Washtester modelo AT-7 da marca Kimak (Kimak Indústria 
e Comércio Máquinas Knihs Ltda. Brusque SC, Brasil) com agitação vertical de 40 
rpm.  
 
Inicialmente, todos os tecidos foram lavados três vezes, individualmente, com 
água a 95°C por 2 minutos cada sob agitação vertical, e posteriormente lavados com 
água destilada a 23°C por 15 minutos e secados ao ar livre, a 20°C.  
 
Após o pré-tratamento, os tecidos foram tratados, de maneira individual, da 
seguinte maneira: a) enzima com tampão; b) enzima com tampão e SDS (2 g/L – 
6,93 mM); c) enzima com tampão e EDTA (0,2 g/L – 0,684 mM); d) enzima com 
tampão, SDS e EDTA. Tecidos sem nenhum tratamento, somente pré-tratados e 
com purga alcalina foram utilizados como controles. A purga alcalina industrial foi 
feita com hidróxido de sódio (50 g/L) e surfactante não iônico Sandoclean® PCJ 
liquido (1g/L) a 80°C por 20 minutos. Após dos tratamentos enzimáticos, os tecidos 
foram lavados com água a 95°C por 5 minutos. Já os tecidos tratados com a purga 
alcalina foram lavados com acido acético 1% (v/v) para neutralizar o efeito do NaOH.  
 
Os tampões utilizados nos diferentes tratamentos foram fosfato de sódio (50 
mM pH 7,0) para o concentrado, acetato de sódio (50 mM pH 5,0) para Viscozyme® 










3.3. Umectabilidade (Teste da Gota) 
 
Os tecidos, previamente tratados, lavados e secos, foram avaliados quanto à 
umectabilidade pelo método de ensaio da AATCC número 27 (1977). O tempo (em 
segundos) entre o contato de uma gota de água, cuidadosamente depositado sobre 
a superfície do tecido, e o seu desaparecimento no interior da matriz de tecido foi 
registado como o tempo de umectabilidade. Cada tecido foi testado em pelo menos 
nove zonas diferentes e a média de tempo foi calculada. A temperatura da água foi 
23°C.  
 
3.4. Tingimento do tecido com vermelho de rutênio 
 
Para estimar a concentração de substâncias pécticas presentes nos tecidos, 
estes foram corados com o vermelho de rutênio (corante catiônico) (LI; HARDIN, 
1997; HARDIN, IAN R et al., 1998; TRAORE; BUSCHLE-DILLER, 1999).  
 
O tingimento foi realizado no equipamento da marca Mathis, modelo ALT - I - 
B (Aparelhos de Laboratório Mathis Ltda, Cotia, SP, Brasil) com aquecimento por 
infravermelho nas seguintes etapas (Figura 28): O tempo no patamar foi de 30 
minutos a 50°C, com uma velocidade de rotação de 4 rpm alternando o sentido a 
cada 50 segundos. A temperatura de resfriamento foi de 45°C. A solução corante foi 
feita conforme protocolo modificado de Ahlawat e colaboradores (2009): 0,02% (p/v) 
vermelho de rutênio; 0,1% (p/v) cloreto de amônio (NH4Cl); 0,25% (p/v) hidróxido de 






















Figura 28. Etapas do tingimento realizado no banho de tingimento modelo Mathi ALT-1 com 
aquecimento por infravermelho. 
 
 
Posteriormente, os tecidos foram lavados com água destilada até a total 
remoção de corante não fixado. Após esse processo, os tecidos foram pendurados e 
secados ao ar livre a 24°C. Após a secagem, determinou-se o valor de reflexão 
espectral (K/S) no espectrofotômetro de remissão Spectrophotometer modelo CM - 
3610d da marca Konica Minolta (Konica Minolta Japão) em 540 nm. A intensidade 
colorística (K/S) foi obtida a partir da equação de Kubelka-Munke (KUBELKA, 1948):  
 
    




onde: K corresponde à absorção de luz pelo corante, S à medida da difusão da luz 
pelo substrato e R ao valor da remissão. 
 
3.5. Microscopia eletrônica de varredura (MEV)  
 
Os experimentos de microscopia eletrônica de varredura foram realizados no 
Laboratório de Microscopia Eletrônica do Departamento de Biologia Celular do 
Instituto de Ciências Biológicas da Universidade de Brasília sob a supervisão da 
Professora Dr. Sônia Nair Báo. 
 
Frações de 0,5 x 0,5 cm do tecido previamente tratado e corado foram fixados 





vácuo com vapores de ouro no a equipamento Balzers modelo SCD 050 (Balzers 
Union AG, Liechtenstein, Alemanha) e submetido a análise no microscópio 
eletrônico de varredura marca JEOL, modelo JSM-700 1F (JEOL Ltd., Tóquio, 
Japão) a 15.0 kV. 
 
 
4. Resultados e discussão 
 
4.1. Caracterização enzimática 
 
Atividades enzimáticas de pectinase (0,922 UI/mL), xilanase (0,543 UI/mL), 
mananase (0,442 UI/mL) e celulases, incluindo como CMCase (0,930 UI/mL) e 
FPase (0,539 UI/mL), foram detectadas no concentrado utilizado no processo de 
biopurga. A maior atividade pectinolítica foi em pH 7,0 e a 50°C. A meia vida a 50°C 
foi de 24 horas, conforme apresentado no capítulo 2.  
 
No processo de biopurga existe uma maior procura pelas pectinases com 
atividade e estabilidade em condições alcalinas (pH 7,0 – 9,0). As pectato liases são 
as enzimas mais usadas neste processo (TZANOV et al., 2001; KLUG-SANTNER et 
al., 2006; JEGANNATHAN; NIELSEN, 2013). 
 
Na maioria dos processos industriais, como na biopurga na indústria têxtil, 
onde as enzimas estão inseridas, estas não apresentam um alto grau de pureza e 
são complexos multienzimáticos contendo pectinases, amilases, lipases, celulases e 
outras hemicelulases provenientes de fungos geneticamente melhorados. Moura 
(2009) avaliou a composição enzimática da Viscozyme® L, complexo enzimático 
bastante utilizado na indústria têxtil, encontrando pectinases tais como PG, PE, PL 
junto com amilases, celulases, xilanases e invertases. A composição da Quimilase® 
BP mediante eletroforese SDS-PAGE também demonstrou a mistura de pectinases 
com celulase, endoglucanases e outras proteínas (FERREIRA, 2012). Várias 
pesquisas demonstram maior eficiência no processo de biopurga quando as 





lipases (HARTZELL; HSIEH, 1998; KARAPINAR; SARIISIK, 2004; ABDEL-HALIM et 
al., 2008).  
 
4.2. Umectabilidade (Teste da Gota) 
 
Os resultados do teste de umectabilidade dos tecidos de algodão cru (tecido 
de malha), após os diferentes tratamentos de biopurga, estão demonstrados na 











Figura 29. Tratamentos realizados com a biopurga. Valores da umectabilidade dos tecidos tratados 
determinada pelo teste da gota. 
 
 
Os resultados obtidos no teste da gota pela enzima Viscozyme® L foram 
inferiores quando comparados com os obtidos pelo concentrado e pela enzima 
Quimilase® HPS e semelhantes aos encontrados nos tecidos só com pré-tratamento 
ou sem nenhum tratamento. Já os resultados obtidos com a enzima Quimilase® HPS 
foram semelhantes aos obtidos com a purga industrial. Os resultados obtidos com o 
concentrado foram satisfatórios, onde se visualiza uma diminuição da 
hidrofobicidade do tecido após o tratamento enzimático. A presença de celulases na 
amostra do concentrado pode ter ajudado na melhoria da umectabilidade dos 
tecidos. Hartzell e Hsieh (1998) avaliaram a alteração da umectabilidade de tecidos 
de algodão quando tratados com pectinase, celulase, proteases e lipases 





apresentaram pouca melhoria na umectação. A combinação de pectinases com 
celulases proporciona uma mudança significativa da umectabilidade dos tecidos.  
 
A adição de EDTA e SDS nos tratamentos com o concentrado e a enzima 
comercial Quimilase® HPS (Tabela 12) contribuíram para uma diminuição do tempo 
de absorção. Várias pesquisas demonstram a eficiência da presença dos agentes 
tensoativos não iônicos no processo de biopurga (BUSCHLE-DILLER et al., 1998). 
Este comportamento foi diferente ao observado com a enzima comercial Viscozyme® 
L onde a presença desses produtos auxiliares não teve diferença entre os 
tratamentos. O uso de agentes quelantes é imprescindível nos processos de purga e 
biopurga, já que estes possuem a capacidade de sequestrar íons presentes nas 
fibras, evitando assim, problemas nos processos de tingimento, estamparia e 
acabamento. O EDTA contribui para a criação de zonas livres e acessíveis para a 
ação enzimática, indicando um efeito sinérgico entre estas (LOSONCZI et al., 2005). 
 
Tabela 12. Dados do tempo de absorção (em segundos) dos tecidos previamente tratados  
 





Só enzima 80,00 ± 4,7 1,00 ± 0,0 240,00 ± 0,0 
Enzima + SDS 80,00 ± 7,0 0,70 ± 0,0 185,00 +/- 32,7 
Enzima + EDTA 54,00 ± 8,5 0,50 ± 0,0 107,00 +/- 28,2 
Enzima + SDS + EDTA 41,00 ± 3,3 0,60 ± 0,1 230,00 +/- 0,0 
Controle Tempo de absorção (segundos) 
Só pré-tratamento 240,00 +/- 0,0 
Sem pré-tratamento 240,00 +/- 0,0 
Purga alcalina 1,10 +/- 0,1 
 
 
4.3. Reflexão espectral (K/S) 
 
Os resultados dos tingimentos com vermelho de rutênio dos tecidos de 





na Figura 30 e Tabela 13 em forma de K/S. Este valor foi calculado a partir da 











Figura 30. Tratamentos realizados com a biopurga. Dados de reflexão espectral (k/s) dos tecidos 
tingidos com vermelho de rutênio.  
 
 
Tabela 13. Dados de reflexão espectral dos tecidos tratados e tingidos com vermelho de rutênio. 
 





Só enzima 8,60 ± 0,4 3,14 ± 0,1 9,50 ± 0,6 
Enzima + SDS 9,40 ± 0,2 3,21 ± 0,0 9,90 ± 0,0 
Enzima + EDTA 8,90 ± 0,2 3,48 ± 0,0 9,40 ± 0,3 
Enzima + SDS + EDTA 8,70 ± 0,0 3,38 ± 0,1 10,90 ± 0,1 
Controle Reflexão Espectral (K/S) 
Só pré-tratamento 11,71 ± 0,2 
Sem pré-tratamento 11,05 ± 0,1  
Purga alcalina 5,36 ± 0,0 
 
 
Os menores valores de K/S foram observados para os tratamentos com a 
enzima comercial Quimilase® HPS. Valores de K/S menores significam menor 
quantidade de corante catiônico presente no tecido e, consequentemente, menor 





a enzima Viscozyme® L e o concentrado foram inferiores à purga alcalina e não 
apresentaram diferença com os tratamentos controles “só pré-tratamento” e “sem 
pré-tratamento”.  
 
A presença do EDTA e do SDS (individualmente ou em conjunto) não teve 
nenhuma influência nos resultados da leitura do K/S (Figura 30) (Tabela 13). 
Segundo Li e Hardin (1998) a integração de um surfactante e um quelante na etapa 
de lavagem resulta em uma melhoria adicional da eficácia na remoção da pectina 
pela solubilização de ceras, facilitando o ataque das enzimas sobre esta, assim 
como sobre a hemicelulose e a celulose.  
 
Os resultados obtidos com a enzima Viscozyme® L foram inferiores aos 
obtidos com os tratamentos do concentrado e da Quimilase® HPS. Resultados da 
umectabilidade e da reflexão espectral obtido com a enzima comercial Quimilase® 
HPS verificam a efetiva eliminação da pectina e de outros componentes que 
interferem na hidrofilidade dos tecidos.  
 
4.4. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 
 
Para visualizar o efeito dos cinco tratamentos (concentrado, Viscozyme® L, 
Quimilase® HPS, purga alcalina e tecido só pré-tratado) no tecido, micrografias 
foram obtidas por MEV como apresentado na Figura 31. 
 
Na fibra sem tratamento enzimático, observam-se nervuras paralelas e sulcos 
suaves (Figura 31E) como relatado por Hardin e Li (1998). Estes autores avaliaram 
várias pectinases e celulases comerciais no processo de biopurga através da 
determinação do K/S, da mudança na umectabilidade e por MEV encontrando 
diferenças estruturais das fibras após cada tratamento. Contrário ao observado na 
fibra sem tratamento, a purga alcalina (Figura 31D) apresenta uma ausência quase 
completa das estrias com cavidades desiguais pronunciadas indicando um efeito de 
descamação (peeling) sobre as impurezas não celulósicas além da presença de 
pequenas partículas adsorvidas sobre a superfície das fibras. Isto coloca em 





também da celulose e o alto consumo de água que deve ser utilizado para a 
eliminação total das substâncias alcalinas usadas no processo, já que todos os 
tecidos foram lavados exaustivamente após o tratamento.  
 
Quando comparadas as fibras do tecido tratado com o concentrado (Figura 
31A) e com as tratadas com a enzima comercial Viscozyme® L (Figura 31B) não se 
observa nenhuma diferença estrutural. As fibras tratadas com a enzima Quimilase® 
HPS (Figura 31C) apresentam fibras irregulares, com mais desgaste e com fissuras 
maiores. Estes resultados corroboram os dados obtidos na avaliação da 
umectabilidade e nos valores de K/S onde a Quimilase® HPS apresentou os 


















As micrografias obtidas por MEV têm-se tornado uma ferramenta que 
possibilita o estudo das estruturas da fibra avaliando a eficácia, vantagens e/ou 
problemas tanto da purga alcalina quanto da biopurga (OUAJAI; SHANKS, 2005; 
ABDEL-HALIM et al., 2008; ZHANG et al., 2011).  
 
Os resultados obtidos na avaliação do processo de biopurga com a amostra 
de concentrado do fungo selvagem A. oryzae, são promissores, visto que as 
enzimas comerciais, Viscozyme® L e Quimilase® HPS, são produzidas por micro-
organismos modificados geneticamente com o objetivo de produzir enzimas em 
maior concentração e com características apropriadas ao processo. 
 
O uso do complexo enzimático contendo xilanase, β-glicosidases e 1,4-β- 
endoglucanase produzido pelo fungo A oryzae NRRL 3485 em estado sólido no 
processo de biopurga quando crescido em resíduos da indústria do algodão foi 
avaliado por Csiszár e colaboradores (2007). Após o tratamento enzimático do 
tecido de algodão, o complexo enzimático mostrou-se eficiente na eliminação dos 
fragmentos do tegumento das fibras.  
 
Embora a purga alcalina seja muito eficaz na remoção de impurezas, o 
processo não é seletivo, requer grandes quantidades de água para a lavagem uma 
vez que a etapa está concluída, tem uma alta exigência de energia e produz 
resíduos que são prejudiciais para o meio ambiente (HOONDAL et al., 2002; 
NIELSEN et al., 2009).  
 
A viabilidade da biopurga tem sido reconhecida em muitas pesquisas ao longo 
de várias décadas, mas ainda existem vários problemas a serem resolvidos como 
longos períodos de incubação, ação enzimática não uniforme, tingimento irregular, 
baixa velocidade do processo e altas concentrações enzimáticas (HARTZELL; 
HSIEH, 1998; LIN; HSIEH, 2001; AGRAWAL; NIERSTRASZ; WARMOESKERKEN, 
2008). Além disso, para a aplicação das enzimas na indústria têxtil devem ser 
considerados, não só as condições ótimas da enzima, mas sim o total do processo 
já que há muitos fatores ao longo da cadeia produtiva que podem afetar a atividade 





processo são os fatores mais importantes a serem avaliados (KIM et al., 2007; 





A aplicação do coquetel multienzimáticos produzido pelo fungo A. oryzae 
crescido em meio liquido, contendo casca de maracujá como fonte carbono, no 
processo de biopurga na indústria têxtil apresentou resultados promissores com 
potencial para substituir o processo de purga alcalina, processo prejudicial às fibras 
de algodão e ao meio ambiente.  
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EXTRAÇÃO LIQUIDO-LIQUIDO DE PECTINASES 
PRODUZIDAS PELO FUNGO Aspergillus oryzae 
USANDO O SISTEMA MICELAR DE DUAS FASES 
AQUOSAS - ARTIGO PUBLICADO NA REVISTA 






Pectinases produzidas pelo fungo A. oryzae crescido em meio líquido 
contendo casca de maracujá-amarelo como fonte de carbono foram extraídas 
utilizando um sistema micelar de duas fases aquosas contendo tampão fosfato de 
sódio/Triton® X-114. A condição mais adequada para esta extração foi avaliada em 
um desenho fatorial experimental 23 com três repetições no ponto central. A variável 
analisada foi a atividade pectinolítica a qual variou desde 0,233 a 0,601 UI/mL. A 
maior atividade foi obtida na fase pobre em micelas nas condições de 25ºC, 8% (p/p) 
de Triton® X-114 e 20% (p/p) do concentrado. Os resultados indicam que este 
sistema micelar de duas fases aquosas (SMDFA) foi capaz de remover pigmentos 
visíveis e possíveis inibidores de pectinase presentes no caldo de fermentação, 
ficando retidos na fase rica em micelas. Portanto, este sistema pode ser explorado 
como um primeiro passo na purificação de pectinases a partir de um sistema de 
produção de baixo custo, com potencial aplicação industrial. 
 
Palavras chaves: A. oryzae; Pectinase; Triton® X-114; sistema micelar de duas 








Production of pectinase by the A. oryzae fungus grown in liquid medium 
containing yellow passion peel fruit like a carbon source were extracted by a micellar 
system of sodium phosphate buffer/Triton® X- 114. The most appropriate condition 
for this extraction was evaluated in an experimental factorial design 23 and three 
repetitions at the central point. The variable analyzed was pectinolytic activity with 
values between 0.233 and 0.601 IU/mL. The highest activity was obtained with the 
micelles poor phase under conditions of 25°C, 8% (wt/wt) Triton® X-114 and 20% 
(wt/wt) of the concentrate. The results indicated that this aqueous two-phase micellar 
system (ATPMS) was able to remove visible pigments and possible pectinase 
inhibitors presents in fermented broth, this compounds were captured in the micelas 
rich phases. Therefore, this system can be exploited like a first step in pectinase 
purification from a low cost production system with potential industrial application. 
 
Keywords: A. oryzae; Pectinase; Triton® X-114; aqueous two-phase micellar 






1. Introdução  
 
O Brasil é o maior produtor e consumidor de maracujá do mundo, gerando 
com isto grandes quantidades de resíduos (IBGE, 2012). O rendimento da fruta, em 
média, é de 14,8 g de pectina por 100 g de casca, aproximadamente (KULKARNI; 
VIJAYANAND, 2010). Isto faz deste resíduo uma fonte de carbono ideal para o 
crescimento de fungos e para a produção de várias enzimas, incluindo as 
pectinases. Estas enzimas são secretadas no meio extracelular para degradar 
macromoléculas, como a pectina, a moléculas de menor tamanho para serem 
assimiladas e utilizadas em diversas reações bioquímicas.  
 
As pectinases são um grupo heterogêneo de enzimas que hidrolisam as 
substâncias pectinas, presentes na maioria das plantas, e são hoje umas das 
principais enzimas aplicadas na indústria alimentícia, principalmente na clarificação 
de sucos, na culinária asiática, entre outras (UENOJO et al., 2007). Os processos de 
purificação das enzimas são os responsáveis por cerca de 70% do custo final do 
produto. Na maioria dos casos, uma enzima de alta pureza não é necessária em 
processos industriais permitindo assim o uso de técnicas de separação não-
cromatográficas. O sistema micelar de duas fases aquosas (SMDFA) se encaixa 
neste perfil de purificação (MAZZOLA et al., 2008).  
 
As micelas são agregados de moléculas de surfactante. Uma molécula de 
surfactante é formada por duas partes quimicamente distintas: uma parte hidrofílica 
e um resíduo hidrofóbico. As micelas tradicionais são formadas de tal maneira que 
as porções hidrofóbicas das moléculas de surfactante migram para dentro, a fim de 
minimizar o contato com a água, formando o núcleo micelar enquanto as porções 
hidrofílicas permanecem na periferia para maximizar o seu contato com o ambiente 
aquoso. A formação de micelas reflete um balanço complexo de várias forças 
intermoleculares, incluindo forças de van der Waals, atrações eletrostáticas e 
interações hidrofóbicas (TANFORD, 1980). As microestruturas das micelas formadas 
pela ligação não covalente de moléculas de surfactante individuais são instáveis, 
contrariamente aos polímeros, por exemplo, que são formados pela ligação 





tamanho, bem como as propriedades das soluções micelares associadas, podem 
ser ajustados in situ pela variação das condições da solução, tais como a 
concentração do surfactante, temperatura e tipo e concentração do sal (LIU et al., 
1998). No SMDFA, sob condições apropriadas, duas fases aquosas se separam 
espontaneamente, tornando-se as fases líquidas imiscíveis, uma das quais tem uma 
maior concentração de micelas do que a outra. A temperatura é um dos fatores 
determinantes para a separação dos surfactantes não-iônicos que têm grupos de 
óxido de etileno, como parte hidrofílica. Em temperaturas mais elevadas, acima da 
concentração micelar crítica (CMC), a solução aquosa de Triton® X-114 se separa 
em duas fases macroscópicas observáveis: uma rica em micelas (fase inferior) e 
outra fase oposta, pobre em micelas (fase superior) (ALRED et al., 1994; 
MAGALHÃES et al., 2007).  
 
A CMC, ou seja, a concentração mínima de tensoativo presente em solução 
necessária para a formação de micela é considerada condição importante para a 
separação das fases, em sistemas contendo concentração de tensoativo abaixo da 
CMC, o tensoativo fica disperso e não formam micelas. Acima desta concentração, a 
substância tende a formar micelas que podem estar presentes em ambas as fases 
(LIU et al., 1996). A fase rica em micelas, no entanto, contém maior número de 
micelas do que na fase pobre (NIKAS et al., 1992). Este ambiente único, com 
grandes diferenças físicas entre as fases ricas e pobres em micelas, é a base de um 
processo de separação efetivo. Desta forma, o SMDFA tem potencial como uma 
separação adequada e útil como método de purificação e concentração de 
biomateriais (LIU et al., 1996). 
 
A inibição de enzimas por compostos fenólicos é relatada na literatura (BELL 
et al., 1965; XIMENES et al., 2010), o que justifica a sua remoção para uma futura 
aplicação industrial. A este respeito, a extração líquido-líquido atende o interesse 
industrial, através da clarificação do meio de cultura, com a separação do composto 
fenólico, sendo considerada como uma técnica simples e de baixo custo. 
 
Várias biomoléculas já foram extraídas e purificadas pelo SMDFA tais como 





et al., 2006) ou em grande escala (MINUTH et al., 1996; SELBER et al., 2004), 
ácidos nucleicos (DIAS et al., 2000), vírus (KAMEI; KING; et al., 2002) e antibióticos 





Clarificar o concentrado obtido a partir do crescimento do fungo A. oryzae em 
meio líquido contendo casca de maracujá-amarelo como fonte de carbono, utilizando 




3. Material e métodos 
 
Este trabalho foi realizado no Laboratório de Controle de Qualidade da Faculdade 
de Ciências Farmacêuticas da Universidade de Brasília sob a orientação da 
Professora Dra. Pérola Magalhães.  
 
3.1. Origem dos reagentes  
 
O surfactante octilfenoxi polietoxietanol não iônico (Triton® X-114) foi 
adquirido pela Sigma-Aldrich® (St. Louis, MO, USA) e o kit BCATM Protein Assays foi 
adquirido pela Pierce (Pierce, Rockford, IL, USA). 
 
3.2. Cultivo em meio submerso 
 
O cultivo do fungo A. oryzae em casca de maracujá-amarelo como fonte de 
carbono em meio submerso foi realizado por dez dias a 28°C e 120 rpm conforme 










O extrato bruto obtido após cultivo foi concentrado pelo processo de 
ultrafiltração conforme descrito no item 3.10 do capítulo 2.  
 
3.4. Determinação da atividade enzimática e proteína total 
 
A concentração de proteína total foi determinada utilizando o kit BCATM 
Protein Assays (Pierce), segundo instruções próprias do fabricante (THERMO 
FISHER SCIENTIFIC INC.). Uma solução de BSA (0,1 mg/mL) foi usada para 
construção da curva padrão de acordo com instruções do fabricante. 
 
A atividade pectinolítica do concentrado foi quantificada como descrita no item 
3.6 do capítulo 2. 
 
3.5. Mapeamento da curva de coexistência do sistema tampão fosfato 
de sódio/Triton® X-114 
 
O diagrama de fase do surfactante não iônico Triton® X-114 em tampão 
fosfato de sódio foi obtido pelo método de ponto-de-névoa (MEEREN, VAN DER et 
al., 2002). As soluções de surfactantes tamponadas de concentrações conhecidas 
foram preparadas e colocadas em um banho-maria termoregulado transparente com 
controle de temperatura de 0,02°C. A temperatura foi inicialmente reduzida de tal 
modo que a solução apresentou uma fase única e límpida. Em seguida, a 
temperatura foi aumentada lentamente. Á temperatura à qual a solução tornou-se 
turva, indicando o início da separação de fases, foi determinada como a temperatura 
de ponto-de-névoa. O procedimento foi realizado em triplicata para todos os pontos.  
 
3.6. Planejamento experimental 
 
Para a purificação da pectinase utilizando o SMDFA foi estabelecido um 





variáveis temperatura (T), volume de Triton® X-114 (X) e volume do concentrado (C), 
totalizando 11 ensaios. 
 
Os níveis superior e inferior dos fatores estudados foram, respectivamente, 
temperatura (T) 25° e 35°C, volume de Triton® X-114 (X) 4 e 8 mL e volume do 
concentrado (C) 10 e 20 mL. Os valores do ponto central para T, X e C foram, 
respectivamente, 30°C, 6 mL e 15 mL (Tabela 14).  
 
 
Tabela 14. Matriz do planejamento fatorial 2
3 
com ponto central em triplicata para a extração de 













1 -1 -1 -1 25 4 10 
2 +1 -1 -1 35 4 10 
3 -1 +1 -1 25 8 10 
4 +1 +1 -1 35 8 10 
5 -1 -1 +1 25 4 20 
6 +1 -1 +1 35 4 20 
7 -1 +1 +1 25 8 20 
8 +1 +1 +1 35 8 20 
9 0 0 0 30 6 15 
10 0 0 0 30 6 15 
11 0 0 0 30 6 15 
 
 
3.7. Delineamento experimental 
 
A avaliação da extração de pectinase utilizando SMDFA foi por meio de 
análise de variância, a um nível de significância p ≤ 0,05 e a extensão da variância 
explicada por cada modelo foi dada pelo coeficiente de determinação, R2. Foi 
realizado o desenho fatorial 23 com três repetições no ponto central. Utilizou-se, 





valor máximo e um mínimo. Os resultados estatísticos foram tratados utilizando o 
software Design Expert®, versão 8,02 (Wiley). 
 
3.8. Clarificação do concentrado com Triton® X-114 
 
Sistemas tamponados, cada um com uma massa total de 3,0 g, foram 
preparados em tubos de ensaio de vidro graduados (10 mL). Triton® X-114 em 
diferentes concentrações (%p/p) (X) foi misturado com o tampão fosfato de sódio 50 
mM pH 7,0 e com concentrações crescentes do concentrado (%p/p) (C) (Tabela 13). 
A solução resultante foi homogeneizada, evitando a formação de espuma. 
Posteriormente, as soluções foram colocadas em um banho-maria termoregulado 
transparente com controle de temperatura de 0,02°C a diferentes temperaturas, 
definidas anteriormente (Tabela 13). As soluções foram mantidas por 2 horas para 
atingir o equilíbrio de separação. Depois disso, as duas fases micelares coexistentes 
formadas foram cuidadosamente retiradas e armazenadas, separadamente. A 
atividade enzimática das duas frações foi determinada conforme item 3.6 do capítulo 
2. O procedimento foi repetido três vezes para assegurar a reprodutibilidade. 
 
O comportamento da partição das enzimas no SMDFA foi quantificado em 
termos do coeficiente de partição (K), definido da seguinte maneira: 
 





Onde Cc e Cd correspondem à atividade enzimática do concentrado na fase 
rica e pobre de micelas, respectivamente. O balanço de massa (BM) foi calculado de 
acordo com a seguinte equação: 
 
   




Onde Cc, Cd, e Ci correspondem às concentrações do concentrado na fase rica e 
pobre em micelas e à concentração inicial do concentrado, respectivamente. Vc, Vd, 





ao sistema, respectivamente. O comportamento da partição da enzima também foi 
avaliado com base na recuperação da pectinase (Y) em cada fase particionada para 
cada sistema estudado: 
  
     
     
      
 
 
4. Resultados e discussão  
 
A maior atividade pectinolítica do fungo A. oryzae quando cultivado em meio 
liquido contendo casca de maracujá-amarelo como fonte de carbono foi observado 
no decimo dia de cultivo. A casca de maracujá é um resíduo agroindustrial rico em 
pectina, niacina, ferro, cálcio e fósforo (OLIVEIRA et al., 2002). O processo de 
ultrafiltração utilizado para concentrar a amostra deu como resultado um produto 
com atividade enzimática igual a 0,805 UI/mL. Este valor para a atividade da enzima 
pectinase é próximo ao relatado na literatura para outros fungos filamentosos 
(SIQUEIRA et al., 2010). No entanto, a degradação enzimática da casca de 
maracujá libera diferentes pigmentos coloridos no meio fermentado, como 
compostos fenólicos, carotenóides e flavonóides. Vários estudos indicam a presença 
na casca de maracujá de polifenóis (OLIVEIRA et al., 2002), ácidos graxos poli-
insaturados (KOBORI; JORGE, 2005), de fibra (CÓRDOVA et al., 2005), 
carotenóides (LÓPEZ-VARGAS et al., 2013) e flavonóides (TALCOTT et al., 2003), 
entre outras substâncias, os quais podem ser precursores de compostos fenólicos 
podendo gerar uma cor escura após a degradação microbiana e uma possível 
inibição enzimática.  
 
A influência do concentrado na curva binodal foi avaliada determinando que a 
maior concentração do concentrado, menores são os valores do “ponto-de-névoa” 






















Figura 32. Diagrama de fases do sistema micelar tampão fosfato de sódio/Triton
®
 X-114 mostrando 
as regiões monofásicas e bifásicas (LOPES et al., 2011).   representa o “ponto-de-névoa” do sistema 
de 10% (p/p) do concentrado (4% de Triton 23 +/- 0,15°C; 6% de Triton 23,6 +/- 0,12°C; 8% de Triton 
24,3 +/- 0° ).    representa o “ponto-de-névoa” do sistema 20% (p/p) do concentrado (4% de Triton 
22,6 +/- 0,06°C; 6% de Triton 23,2 +/- 0,12°C; 8% de Triton 23,9 +/-0,06°C). 
 
 
Um planejamento fatorial 23 com três repetições no ponto central foi utilizado 
para aperfeiçoar a clarificação do concentrado pelo sistema micelar tampão fosfato 
de sódio/Triton® X-114. Os valores da temperatura, da concentração do concentrado 
e do Triton® X-114 foram escolhidos com base na curva bimodal na presença do 
concentrado (Tabela 15).  
 
Tabela 15. Valores das variáveis do planejamento fatorial 2
3
 com três repetições no ponto central 
utilizado para avaliar a influência da temperatura, Triton
®
 X-114 e concentrações do concentrado na 










Variáveis -1 0 +1 
Temperatura (°C) 25 30 35 
Triton® X 114 (%p/p) 4 6 8 





Os resultados experimentais obtidos encontram-se resumidos na Tabela 16. 
O rendimento foi calculado com base na atividade pectinolítica. Resultados de 
rendimento superiores a 100% foram detectados em todos os ensaios. Isso sugere 
que proteínas, compostos fenólicos e carotenóides poderiam estar inibindo a 
atividade enzimática no concentrado e a separação destas moléculas para a fase 
rica em micelas possibilitou uma melhora na atividade da enzima presentes 
separadamente na fase pobre em micelas.  
 
Tabela 16. Matriz do planejamento fatorial 2
3 
com ponto central em triplicata para a clarificação do 
concentrado utilizando SMDFA (tampão fosfato de sódio/Triton
®
 X-114) (T: Temperatura; X: Triton
®
 X-















UI/mL Y (%) 
1 -1 -1 -1 25 4 10 0,453 174,10 
2 +1 -1 -1 35 4 10 0,233 192,40 
3 -1 +1 -1 25 8 10 0,391 194,70 
4 +1 +1 -1 35 8 10 0,316 216,40 
5 -1 -1 +1 25 4 20 0,557 241,00 
6 +1 -1 +1 35 4 20 0,439 218,40 
7 -1 +1 +1 25 8 20 0,601 261,60 
8 +1 +1 +1 35 8 20 0,468 193,90 
9 0 0 0 30 6 15 0,410 375,50 
10 0 0 0 30 6 15 0,470 242,10 
11 0 0 0 30 6 15 0,490 226,70 
 
 
Na literatura vários trabalhos apresentaram rendimento superior a 100% para 
a extração de enzimas usando o SMDFA (MAYERHOFF et al., 2004; CAVALCANTI 





fosfolipase C utilizando o SMDFA com o sistema PEG/fosfato obtiveram um 
rendimento de 230%.  
 
O maior rendimento (375,5 %) foi obtido na fase pobre em micelas do ensaio 
número 9 (Tabela 16) (30ºC; 6% (p/p) de Triton® X-114; 15% (p/p) de concentrado). 
Por outro lado, a maior atividade enzimática foi observada na fase pobre em micelas 
do ensaio número 7 (Tabela 16) (25ºC; 8% (p/p) de Triton® X-114; 20% (p/p) de  
concentrado).  
 
A atividade de pectinase (UI//mL) foi a variável dependente escolhida, uma 
vez que com isso, pode-se reduzir o erro relacionado com a inibição enzimática que 
provavelmente ocorre no concentrado. Ensaios enzimáticos com a fase rica em 
micelas não foram considerados precisos, devido à interferência do surfactante com 
o ensaio enzimático empregado. No entanto, os valores de K mais baixos que um, 
em todos os sistemas micelares, indicam a partição das pectinases 
preferencialmente na fase pobre em micelas, devido às forças de repulsão entre a 
enzima e as micelas. 
 
Além disso, a amostra resultante após o sistema de micelas selecionado, 
tampão fosfato de sódio/Triton® X-114, apresenta uma importante redução no valor 
da absorbância no comprimento de onda maior que 400 nm devido à remoção de 
pigmentos visíveis presentes no concentrado, tais como os carotenoides que 
absorvem luz entre 425 nm e 490 nm (AZEVEDO-MELEIRO; RODRIGUEZ-AMAYA, 
2004; LÓPEZ-VARGAS et al., 2013) ou flavonoides os quais apresentem duas 
bandas de absorção entre 300 - 550 nm e entre 240 - 490 nm (MERKEN; 
BEECHER, 2000). Este resultado sugeriu a separação dos pigmentos para a fase 
rica em micelas. A retenção dos contaminantes para a fase inferior, rica em micelas, 
provavelmente se deu devido ao caráter hidrofóbico destas substâncias (RANGEL-
YAGUI et al., 2004). Bordier (1981) demonstrou que as proteínas hidrofílicas 
particionam preferencialmente na fase pobre de micelas, enquanto que as proteínas 
hidrofóbicas de membrana ficam na fase rica em micelas. O SMDFA pode ser 
também utilizado para a extração de componentes úteis de origem vegetal e na 














Figura 33. Avaliação dos pigmentos coloridos visíveis presentes na fase micelar pobre em micelas 
(fase topo) do SMDFA com a adição do concentrado.  
 
 
Além disso, a diferença entre os valores de absorbância do concentrado após 
o SMDFA também pode estar relacionada com a teoria do volume de exclusão (Vex). 
De acordo com esta teoria, o particionamento das proteínas é governado 
principalmente por interações repulsivas estéricas entre as interações das proteínas 
globulares hidrofílicas e as micelas não-carregadas. Neste caso, as proteínas se 
particionam preferivelmente na fase pobre em micelas, onde elas experimentam 
menos interações com o volume das micelas (KAMEI; KING; et al., 2002). 
 
A Tabela 17 mostra a análise de variância (ANOVA), incluindo os fatores 
significativos para a purificação parcial de pectinase pelo SMDFA tampão fosfato de 
sódio/Triton® X-114. A temperatura (X1) e o concentrado (X3), em diferentes 
concentrações (%p/p), exerceram efeitos significativos sobre a clarificação do 
concentrado (p ≤ 0,05). A análise de variância revelou que o coeficiente de 
determinação (R2 = 0,9548) e o coeficiente de determinação ajustado (ajustado R2 = 
0,84934) foram altos. A adequação do modelo também é verificada pelo valor obtido 
pelo R2 ajustado. Valores acima de 75% indicam que os fatores no experimento 
explicam a grande porcentagem de variação observada. Neste caso, o R2 ajustado 
foi igual a 84,93%. Se o modelo representa de forma adequada o fenômeno, a falta 
de teste de ajuste não deve ser significativa (p > 0,05) (CALADO; MONTGOMERY, 
2003). O valor obtido de p para a falta de teste de ajuste foi p = 0.477659 (não 





Tabela 17. Analise de variância (ANOVA) para a clarificação do concentrado avaliando a atividade 
enzimática na fase superior como variável de resposta. O modelo de segunda ordem incluindo às 
variáveis independentes: temperatura (X1), concentração de Triton
®
 X-114 (X2) e concentração do 
concentrado (X3). 
 
Fonte SQ GL MQ F-value p-value 





 X-114 (%p/p) (X2) 0,001105 1 0,001105 0,63721 0,508448 
Concentrado (%p/p) (X3) 0,056448 1 0,056448 32,56615 0,029361
*
 
1 por 2 0,002112 1 0,002112 1,21875 0,384662 
1 por 3 0,000242 1 0,000242 0,13962 0,744554 
2 por 3 0,000338 1 0,000338 0,19500 0,701943 
1*2*3 0,003200 1 0,003200 1,84615 0,307180 
Falta de ajuste 0,001301 1 0,001301 0,75043 0,477659 
Erro puro 0,003467 2 0,001733   
Total SQ 0,105477 10    
 
SQ = soma dos quadrados; GL = graus de liberdade; MQ = meia do quadrado; R
2
 = 0.9548. *Nível de 
significância de 95%  
 
 
Os resultados da ANOVA para ambas as respostas estão ilustrados no gráfico 
de Pareto (Figura 34) omitindo as interações menos significativas. Neste gráfico, o 
comprimento de cada barra é proporcional ao efeito padronizado da variável ou 
relacionado com a interação, e as barras que se estendem além da linha vertical 
corresponde aos efeitos estatisticamente significativos a um nível de confiança de 
95%. De acordo com a análise, o aumento da concentração do concentrado (sinal 
positivo) provoca aumento na atividade enzimática de pectinase na fase superior, 
enquanto aumento da temperatura (sinal negativo) provoca uma diminuição. A 
concentração de Triton® X-114 não foi significativa no modelo testado. No entanto, a 
possibilidade de influência do Triton-X114 em outras condições não testadas não 








Figura 34. Gráfico de Pareto para os efeitos das variáveis temperatura (X1), concentração de Triton
®
 
X-114 (X2) e concentração do concentrado (X3) em UI/ML na fase pobre em micelas na clarificação do 
concentrado pelo SMDFA. 
 
 
O modelo matemático para representar o processo de extração de pectinase 
utilizando SMDFA tampão fosfato de sódio/Triton® X-114 considerando as variáveis 
significativas é descrito pela equação: 
 
                                  
     
 
Onde Y representa o valor da atividade enzimática (UI/mL) na fase superior, 
X1 representa a temperatura e X3 representa a concentração do concentrado. Essa 
equação mostra que o melhor resultado é encontrado em menor temperatura e 
maior concentração do concentrado. Assim, para aplicações futuras, os 
experimentos devem ser testados em condições próximas ao indicado neste 
trabalho. 
 
A Figura 35 ilustra de forma simplificada a clarificação do concentrado pelo 





















Figura 35. Esquema da clarificação do concentrado com a extração de compostos presentes no meio 
de cultivo pelo sistema micelar de duas fases aquosas (SMDFA).  
 
 
Este trabalho foi descrito como um sistema viável para a aplicação industrial 
de pectinases, usando um meio de cultura de baixo custo, melhorando a 
composição e as características físicas do concentrado com a enzima de interesse 
sem perda da atividade enzimática. Para produtos que exigem elevado grau de 
pureza, a extração no SMDFA não é suficiente e, nesses casos, o processo deve ser 





A efetiva clarificação do concentrado contendo pectinases foi atingida usado 
um SMDFA simples formado por tampão fosfato de sódio/Triton® X-114. O método 
foi capaz de extrair os pigmentos para a fase rica em micelas e as pectinases foram 
recuperadas na fase pobre em micelas. Portanto, o SMDFA apresentado neste 
trabalho representa um passo importante para o desenvolvimento de um método de 
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BIOMASS-DERIVED INHIBITORS OF HOLOCELLULASES 
 
Gilvan C. Duarte; Leonora Rios S. Moreira; Paula Marcela D. Jaramillo; Edivaldo 




Enzymes constitute a major monetary cost in the bioconversion of 
holocellulose to ethanol. Identifying enzyme inhibitors and moderating their effects is 
one approach that may help to overcome this issue. Most inhibitors that reduce the 
hydrolysis activity of holocellulases are released as the holocellulosic biomass is 
broken down in the pre-treatment and hydrolysis steps. Recent reports in the litera- 
ture have shown that the major inhibitors or deactivators of cellulases are phenols 
and xylooligosaccharides. The bioconversion of hemicelluloses by hemicellulases 
also has important practical applications in various agro-industrial processes in 
addition to the conversion of hemicellulosic biomass to fuels and chemicals. 
Hemicellulases, such as β- xylosidases, may also help alleviate the inhibitory effect 
of xylooligosaccharides to cellulases. However, compared to cellulases, less is 
known about the inhibition or deactivation of hemicellulases and pectinases, 
especially for inhibitors that are generated during pre-treatment and the hydrolysis of 
lignocellulosic substrates. Considering the importance of such enzymes for the 
complete degradation of lignocellulosic substrates, this review provides a broad view 
of the effect of inhibitors of holocellulases (cellulases, hemicellulases, and 
pectinases). 
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PRODUÇÃO DE PROTEASES POR FUNGOS FILAMENTOSOS ISOLADOS DO 
CERRADO BRASILEIRO 
 
Paula Monteiro de Souza; Júlia Almeida Maia; Paula Marcela Duque Jaramillo; 





Proteases são enzimas que catalisam a reação de hidrólise das ligações 
peptídicas existentes em moléculas de proteína, dando origem a peptídeos menores 
e aminoácidos. O Cerrado é o segundo maior bioma brasileiro e ocupa 23% do 
território nacional, abrangendo cerca de 2 milhões de km2 do Brasil Central. Para 
realizar o isolamento dos fungos foi utilizado o método de plaqueamento direto e 
diluição seriada em placas de Petri contendo os seguintes meios de cultura: DRCB 
(Dicloran Rosa Bengala Cloranfenicol); DG 18 (Dicloran Glicerol 18%); e Ágar Aveia 
4% (20g de farinha de aveia, 12,5g de Ágar) contendo antibiótico 100 ppm 
(Estreptomicina, Penicilina ou Tetraciclina). A metodologia utilizada para seleção dos 
fungos filamentosos isolados do cerrado do Centro-Oeste brasileiro mostrou que 9 
dentre os 17 fungos filamentosos testados apresentaram atividade proteolítica. As 
espécies de fungos filamentosos que apresentaram formação de halo claro ao redor 
das colônias nos ensaios para detecção da produção de protease em meio de 
cultivo sólido foram: Aspergillus foetidus, Fusarium solani, Paecylomices variotti, 
Penicillium citrinum, Penicillium crustosum, Penicillium fellutanum, Penicillium 
glandicola e Penicillium restrictum. As maiores atividades proteolíticas em pH 5,0, 
utilizando azocaseína como substrato, foram apresentadas pelas espécies 
Aspergillus versicolor, Aspergillus foetidus, Fusarium solani, Paecylomices variotti, 
Penicillium citrinum, Penicillium decumbens, Penicillium fellutanum e Penicillium 





dos fungos acima citados que apresentaram expressão de proteases extracelulares 
em meio líquido, uma vez que com a otimização das variáveis do processo poderá 
ser possível a indução de maior atividade proteolítica. 
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Fungal species, including Aspergillus oryzae, Aspergillus terreus, Emericella 
nidulans, Penicillium citrinum, Fusarium verticillioides, Fusarium proliferatum and 
Paecilomyces lilacinum, were isolated from cotton processing residues. They were 
screened for their ability to produce holocellulases when grown in liquid-state media 
containing agro-industrial residues as the carbon sources. Experiments on the 
growth of filamentous fungi on culture media containing cotton residue as the carbon 
source is reported for the first time. For convenience, cultivation conditions (other 
than temperature) and enzyme assays were the same for all fungi, i.e., no attempt at 
optimization of individual was made. The objective of this workwas to identify fungi 
and holocellulase (cellulase, hemicellulase and pectinase) of academic interest and 
as well as of potential commercial application. The pattern of holocellulase 
production was influenced by the type of agro-industrial residue present in the 
medium. The best yields of holocellulases were obtained from extracts of A. oryzae 
and A. terreus. Enzyme multiplicity was evidenced by fractionation of the crude 
extracts on ultrafiltration, gel filtration and ion-exchange chromatography procedures 
and zymogram analysis. 
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Agaricus brasiliensis CS1, Pleurotus ostreatus H1 and Aspergillus flavus 
produced holocellulases when grown in solid and submerged liquid cultures 
containing agro-industrial residues, including sugar cane bagasse and dirty cotton 
residue, as substrates. These isolates proved to be efficient producers of 
holocellulases under the conditions used in this screening. Bromatological analysis of 
agro-industrial residues showed differences in protein, fiber, hemicellulose, cellulose 
and lignin content. Maximal holocellulase activity (hemicellulase, cellulase and 
pectinase) was obtained using solid-state cultivation with 10% substrate 
concentration. In this case, remarkably high levels of xylanase and poly- 
galacturonase activity (4,008 and 4,548 IU/l, respectively) were produced by A. flavus 
when grown in media containing corn residue, followed by P. ostreatus H1 with IU/l 
values of 1,900 and 3,965 when cultivated on 5% and 10% sugar cane bagasse, 
respectively. A. brasiliensis CS1 showed the highest reducing sugar yield (11.640 
mg/ml) when grown on medium containing sugar cane bagasse. A. brasiliensis was 
also the most efficient producer of protein, except when cultivated on dirty cotton 
residue, which induced maximal production in A. flavus. Comparison of enzymatic 





brasiliensis CS1, P. ostreatus H1 and A. flavus showed that the best reducing sugar 
yield was achieved using sugar cane bagasse as a substrate. 
 
Keywords: Agaricus brasiliensis CS1; Agro-industrial residue; Holocellulose; 
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The commercial enzyme market is a dynamic one that is forecast to show 
significant growth over the next decade. Enzymes are being used in diverse array of 
applications in industries, ranging from the food, feed, detergent, paper, leather, 
biofuel and textile industries and new areas of application are constantly added. 
Within this scenario of enzyme applications, the lignocellulose-degrading enzymes 
play a significant role in today’s commercial status of biotechnology. However, the 
production cost and the yields of lignocellulose-degrading enzymes are considered 
the major problems in commercial exploitation. Lignocellulose represents an 
abundant carbon-neutral renewable resource for the production of bioenergy and 
biomaterials. Due to the recalcitrant structure of lignocellulose, a consortium of 
enzymes differing in their specificity and mechanism of action is needed to act on this 
substrate. Thus, the use of protein engineering and directed evolution has provided 
important tools for the efficient development of these enzymes with improved 
properties for established technical and commercial applications. Here, we reviewed 
the scenario for lignocellulose-degrading enzymes applications on commercial scale, 













Identificação genotípica do fungo filamentoso Aspergillus oryzae  
 
A identificação foi realizada no Laboratório de Microbiologia: Interação Planta-
Praga do Instituto de Ciências Biológicas, Universidade de Brasília sob a orientação 
do professor Dr. Robert Miller.  
 
Para efetuar a confirmação da posição taxonômica do fungo por meio de 
análise molecular, um disco de micélio com 0,7 cm de diâmetro, foi crescido em 
frascos tipo Erlenmeyer contendo meio de cultura líquido Czapek com extrato de 
levedura (CYA) (PITT; HOCKING, 1997) por três dias, 28°C, a 120 rpm. A 
recuperação do micélio foi feita por meio de filtragem com auxílio de uma bomba de 
vácuo, com lavagens com água destilada previamente esterilizada, para remoção de 
todo resíduo do meio de cultura. A maceração manual foi conduzida com auxílio de 
nitrogênio líquido. O DNA genômico foi extraído pelo método fenol-clorofórmio 
(RAEDER; BRODA, 1985), contendo no tampão de extração Tris HCl 200 mM, NaCl 
250 mM, EDTA 25 mM e SDS 0,5% pH 7,0. A quantificação do DNA total foi 
realizada visualmente por comparação com o marcador padrão Low DNA Mass 
Ladder® (Invitrogen) por meio de eletroforese em gel de agarose 1%, 5V cm-1, 
brometo de etídio na concentração de 1 μg mL-1 e U.V. a 254 nm. 
 
A amplificação das regiões espaçadoras intergênicas do DNA ribossomal 
(rDNA) nuclear (ITS 1 e 2) foi realizada utilizando primers universais ITS5 e ITS4 em 
uma reação contendo Tampão da Taq platinum® (Invitrogen) 1X, MgCl2 4 mmol, 
dNTPs 1 mmol-1, primer forward ITS5 e reverse ITS4 2,5 mmol-1, Taq polimerase 
platinum® (Invitrogen) 1U e DNA total 20 ng. O programa de termociclagem utilizado 
foi de desnaturação inicial a 94°C por 4 minutos, desnaturação do DNA a 94°C por 1 
minuto, temperatura de anelamento do primer de 50°C por 1 minuto, extensão de 
72°C por 1 minuto, extensão final de 72°C por 5 minutos e conservação da reação a 
10°C. Os três passos de desnaturação do DNA, anelamento e extensão foram 






O sequenciamento da região rDNA ITS foi realizado em sequenciador ABI 
3130xl da Applied Biosystems nos sentidos forward e reverse, onde a reação de 
sequênciamento foi conduzida com 15ng do produto da PCR, 3,2 pmol do primer 
forward (ITS5) e 3,2 pmol do primer reverse (ITS4), e 3 µl do kit BigDye V3.1 da 
Applied Biosystems. A análise bioinformática das sequências foi realizada utilizado o 
programa Sequencher v4.8 (Gene Codes Corporation) para o alinhamento, edição e 
formação de contigs, e análise BLASTn das sequências contra o banco de dados 
GenBank no NCBI. 
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Protocolo substratos para ensaio enzimático  
 
 Pectina 1% 
o Pectina de frutas cítricas (Sigma-Aldrich®) 
o Água destilada  
 Xilana 1% 
o  Xilana oat spelt (Sigma-Aldrich®) 
o NaOH 1 M  
o HCl 1 M 
o Tampão acetato de sódio 100 mM pH 5,0 
o Agitar por uma hora e centrifugar por 20 minutos e recuperar o 
sobrenadante.  
 Carboximetilcelulose 1% 
o CMC (low viscosity - Sigma-Aldrich®) 
o Água destilada 
 Manana 0,5% 
o Manana (Sigma-Aldrich®) 








Protocolo solução de Karnovsky - microscopia eletrônica de varredura 
 
Solução de Karnovsky (KARNOVSKY, 1965) 
 2% de glutaraldeído  
 2% de paraformaldeído  
 3% de sacarose em tampão Cacodilato de Sódio 0,05 M pH 7,3 
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